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L’obésité et le diabète de type 2 sont associés à la sédentarité et à une alimentation riche en 
graisses. En effet, les acides gras saturés s’accumulent dans les tissus non adipeux, comme les 
muscles squelettiques pour générer des lipides appelés céramides (CER). Mon projet de thèse 
s’est articulé en deux parties dont l’objectif est d’empêcher les CER d’agir. Nous avons 
montré que, selon la structure de la membrane plasmique, les CER altèrent la voie de 
signalisation insulinique en ciblant la PKB, protéine clef de la voie insulinique, via la voie 
PKCδ dans les myotubes L6 et la voie PP2A dans les myotubes C2C12. Nous avons aussi mis 
en évidence que les CER altèrent la sensibilité à l’insuline via la voie PKCδ dans les cellules 
musculaires humaines. Une fois les CER produits au niveau du réticulum endoplasmique 
(RE), ils sont transportés au Golgi par un transporteur CERT pour y être métabolisés en 
sphingomyéline (SM) et des études ont montré que la transformation des CER en SM pouvait 
être une étape cruciale pour empêcher les CER d’agir. Dans plusieurs modèles d’insulino-
résistance musculaire, l’expression de CERT est diminuée et nous avons démontré 
l’importance du transport des céramides du RE vers le Golgi en inhibant artificiellement 
l’activité ou l’expression de CERT. A l’opposé, la surexpression de CERT améliore la 
sensibilité à l’insuline dans les cellules musculaires dans des conditions lipotoxiques. Nos 
résultats montrent que CERT joue un rôle crucial dans les mécanismes conduisant au 
développement de l’insulinorésistance musculaire puisque sa présence est essentielle pour le 
maintien d’un trafic normal des CER entre le RE et le golgi. 




Obesity and type 2 diabetes are associated with a sedentary lifestyle and a diet rich in fat. 
Indeed, saturated fatty acids accumulate in non-adipose tissue such as skeletal muscle to 
generate lipids called ceramides (CER). My thesis project was divided into two parts with the 
objective to prevent CER to act. We have shown that, depending on the structure of the 
plasma membrane, CER alter the insulin signaling pathway by targeting PKB, a key insulin 
signalling protein, via a PKCδ pathway in L6 myotubes and a PP2A pathway in C2C12 
myotubes. We also demonstrated that CER affect insulin sensitivity via the PKCδ pathway in 
human muscle cells. Once CER generated in the endoplasmic reticulum (ER), they are 
transported to the Golgi by a carrier called CERT to be metabolized into sphingomyelin (SM). 
Studies have shown that the transformation of CER into SM could be a crucial step to prevent 
CER to act. In several muscle insulin resistance models, expression of CERT is decreased and 
we demonstrated the importance of the transport of ceramide from the ER to the Golgi by 
inhibiting artificially the activity or the expression of CERT. In contrast, overexpression of 
CERT enhances insulin sensitivity in muscle cells in lipotoxiques conditions. Our results 
show that CERT plays a crucial role in mechanisms leading to the development of muscle 
insulin resistance since its presence is essential for maintaining normal traffic of CER 
between the ER and the Golgi. 
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                                                    Préface 
 
                En France, l’incidence du diabète a presque doublé entre 2000 et 2008 et atteint près 
de 1,8 millions de personnes. Le coût annuel consacré au traitement du diabète et de ses 
complications en France, est de 1 milliard d’euros. On distingue principalement deux types de 
diabète : le diabète de type 1 (DT1) qui touche 10% des diabétiques, le diabète de type 2 
(DT2) qui en touche 85% à 90%.  
Le DT1, anciennement appelé diabète insulinodépendant est principalement décelé chez des 
sujets jeunes. Ce diabète, qui est une maladie auto-immune, résulte de la disparition des 
cellules β du pancréas. Les causes de cette maladie s’expliquent en partie par une 
prédisposition génétique (familiale) mais aussi par des conditions environnementales.  
Le DT2 touche 3 millions de personnes en France, soit environ 4% de la population. Véritable 
épidémie planétaire, ce type de diabète est fortement lié à un mode de vie sédentaire et à une 
alimentation trop riche. Le DT2  apparaît généralement chez le sujet de plus de 40 ans et le 
surpoids, l’obésité et le manque d’activité physique sont les causes révélatrices du DT2 chez 
des sujets génétiquement prédisposés. Le DT2 est caractérisé à la fois par une résistance des 
tissus périphériques à l’action de l’insuline et par un défaut d’insulino-sécrétion. 
L’insuline, secrétée par les cellules β du pancréas en réponse à des niveaux croissant de 
glucose et d’acides aminés circulants après un repas, régule l’homéostasie glucidique en 
réduisant d’une part la production hépatique de glucose et en augmentant d’autre part le 
captage du glucose principalement dans le muscle squelettique et le tissu adipeux. L’insuline 
joue aussi un rôle important dans le métabolisme lipidique en augmentant la synthèse 
lipidique dans le foie et les adipocytes, tout en réduisant la libération des acides gras du tissu 
adipeux. En situation de résistance à l’insuline, la cascade de signalisation insulinique est 
altérée et l’action de l’insuline inhibée. Cela entraîne, entre autre, une augmentation massive 
de la lipolyse du tissu adipeux et de la production hépatique de glucose, conduisant à 
l’apparition d’une hyperglycémie et d'une hyperlipidémie, conduisant à un phénomène de 
gluco-lipotoxicité, et finalement à l’apparition d’un diabète lorsque la sécrétion d’insuline des 
cellules β ne peut plus compenser l’insulino-résistance des tissus périphériques. 
Il est maintenant accepté que l'accumulation ectopique de lipides dans les organes insulino-
sensibles est un facteur important dans l'étiologie de la résistance à l'insuline et du DT2 (Hage 
Hassan et al., 2014; Shulman, 2000). Plus précisément, de plus en plus d’évidences vont dans 
le sens qu’une augmentation de la synthèse de dérivés lipidiques particuliers à partir des 
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acides gras saturés soit un facteur majeur dans le développement de la résistance à l’insuline 
induite par une surabondance lipidique. 
Le muscle est un organe important à prendre en compte pour l’étude de l’insulino-résistance. 
En effet, à l’état basal, la contribution du muscle squelettique sur le captage total du glucose 
est d’environ 30%, et de plus de 80% après un repas. Ce tissu est très important pour limiter 
l’ampleur et la durée des hyperglycémies postprandiales. Un défaut d’action métabolique de 
l’insuline au niveau musculaire est donc particulièrement délétère pour l’homéostasie 
glucidique de l’organisme et peut favoriser rapidement l’apparition d’un diabète en cas de 
dysfonction beta cellulaire associée. Il est par conséquent important de comprendre les 
mécanismes favorisant l’insulino-résistance au niveau musculaire. Dans les muscles 
squelettiques, ce sont des dérivés sphingolipidiques appelés céramides qui ont été décrits 
comme les principaux intermédiaires lipidiques impliqués dans la perte d’action de l’insuline 
(Dobbins et al., 2002; Turban and Hajduch, 2011).  
Dans ce contexte, notre équipe s’intéresse à l’étude des mécanismes impliqués dans la 
résistance à l’insuline au niveau musculaire. Le but de ma thèse a été d’essayer d’aller plus 
loin dans la compréhension de la régulation des mécanismes d’action des céramides au niveau 
musculaire dans le but ultime de mettre en place des stratégies de prévention, mais également 







































I.   Régulation de l’homéostasie glucidique 
 
           Tout organisme requiert en permanence de l’énergie pour maintenir ses fonctions 
vitales. Face à cette nécessité et pour pallier l’apport discontinu en substrats énergétiques, de 
nombreux mécanismes de régulation sont mis en jeu pour assurer, soit la métabolisation 
immédiate des substrats, soit leur stockage en vue d’une utilisation future. L’ensemble de ces 
mécanismes de gestion des substrats est regroupé sous le terme d’homéostasie énergétique. 
Parmi les principales sources d’énergie de l’organisme (glucides, lipides et protéines), le 
glucose est la molécule énergétique la plus utilisée dans des conditions physiologiques, du fait 
de sa disponibilité immédiate et qu’il soit le seul substrat énergétique du cerveau. Toutefois, 
les concentrations circulantes du glucose (glycémie) doivent être maintenues dans des limites 
strictes afin de ne pas mettre l’intégrité de l’organisme en péril. . En effet, une hypoglycémie 
sévère peut conduire à des malaises ou des pertes de conscience, et une hyperglycémie peut 
être à l’origine de symptômes mineurs comme de la fatigue, un besoin fréquent d’uriner et 
une perte de poids, mais peut aussi être associé à des complications plus graves associées au 
diabète (rétinopathie, néphropathie, neuropathie, maladies cardiovasculaires…). Pour cela, il 
existe tout un ensemble de mécanismes capables de contribuer à cet équilibre. Cet ensemble 
porte le nom d’homéostasie glucidique. Ainsi, il existe des mécanismes permettant d’oxyder 
le glucose afin de produire de l’adénosine triphosphate (ATP), molécule fournissant l’énergie 
nécessaire aux réactions métaboliques. Dans les périodes postprandiales, c'est-à-dire au cours 
de l’élévation de la glycémie suivant une prise alimentaire, d’autres processus biochimiques 
permettent le stockage du glucose sous diverses formes en vue de son utilisation ultérieure. 
Enfin, dans le cas d’un jeûne, lorsque la glycémie tend à diminuer à diminuer, l’ensemble des 
stocks accumulés auparavant va être mobilisé et utilisé. Si ce jeûne se poursuit, l’organisme 
est alors capable de mettre en jeu des mécanismes complémentaires permettant d’utiliser 
d’autres substrats afin de produire de novo du glucose (néoglucogenèse), et ainsi palier aux 
carences du moment 
 
I.1 Organes contrôlant la glycémie  
 
Le maintien de l’homéostasie glucidique est rendu possible par de nombreux systèmes de 
communication établis le système nerveux central, le système parasympathique et les organes 
insulino-sensibles impliqués (foie, tissu adipeux, pancréas et muscle squelettique). Dans la 
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suite de mon introduction the thèse, je vais principalement concentrer mon message sur le 
tissu dont j’ai étudié la régulation glucido-lipidique (muscle squelettique) après toutefois avoir 
rapidement introduit l’importante implication des autres tissus.  
 
 
a) Le pancréas 
L’arrivée de glucose dans la circulation sanguine va notamment être détectée par le pancréas. 
Son rôle dans la régulation de l’homéostasie glucidique est important du fait de la sécrétion 
d’hormones telles que l’insuline ou le glucagon par les îlots de Langerhans. Ces derniers 
comprennent 4 types cellulaires, plus ou moins nombreux. Ainsi, chez l’homme  (Brissova et 
al., 2005; Brissova et al., 2002), les cellules les plus représentées (65 à 80%) sont les cellules 
β, responsables de la production de l’insuline. Viennent ensuite les cellules α (15 à 20%), qui 
produisent le glucagon. Enfin, en forte minorité les cellules delta produisent aussi la 
somatostatine (3 à 5%) qui inhibe la sécrétion d’insuline et de glucagon, mais aussi la 
sécrétion de l’hormone de croissance GH (Strowski and Blake, 2008; Stengel et al., 2010). Et 
les cellules F sécrètent le peptide pancréatique (moins de 1%) qui inhibe la sécrétion exocrine 
du pancréas comme l’amylase et la lipase pancréatique (Kojima et al., 2007). La production 
de ces hormones va permettre aux organes périphériques de stocker le glucose ou 
inversement, d’utiliser les stocks glucidiques existants en fonction de l’état métabolique de 
l’organisme. 
 
b) Le foie 
Le foie est le premier organe à rencontrer le glucose absorbé par l’intestin via la veine porte 
hépatique après digestion alimentaire. En effet, le foie est un véritable chef d’orchestre de la 
régulation de la glycémie: il est capable, en périodes post-prandiales, de stocker le glucose en 
synthétisant un polymère de réserve, le glycogène (glycogénogenèse) si la glycémie est élevée 
ou stable. Quand les stocks de glycogène sont saturés au niveau du foie, ce dernier utilise le 
glucose pour produire des triacylglycéroles sécrétés dans la circulation sanguine (lipogenèse). 
En revanche, le foie produit du glucose (≈ 80% de la production endogène de glucose, PEG) à 
partir de l’hydrolyse du glycogène (glycogénolyse) à l’état post-absorptif (12h chez l’homme 
et 6h chez le rat ou la souris après un repas). Si le jeûne se prolonge, la production de glucose 
s’effectue via une synthèse de novo (néoglucogenèse) à partir de différents substrats comme 
les acides aminés, le lactate, et le glycérol (Girard et al., 1997).  Enfin, si le jeûne perdure, le 
foie diminue sa production glucidique et est relayé par les reins (≈ 45% de la PEG) et 
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l’intestin grêle (≈ 35% de la PEG) à partir du glutamine (Mithieux et al., 2009; Mithieux et 
al., 2006; Mithieux et al., 2004).  
 
c) Le tissu adipeux 
Outre le foie, le tissu adipeux est également capable de d’accumuler des réserves 
énergétiques, en partie par l’utilisation du glucose. On distingue 2 types de tissus adipeux : le 
tissu adipeux brun et le tissu adipeux blanc. Le tissu adipeux brun a pour principal rôle de 
participer à la régulation de la température corporelle par un phénomène de thermogenèse 
(Ouellet et al., 2012; Orava et al., 2011). Le tissu adipeux blanc est, quant à lui, le plus 
abondant et constitue l’organe primaire de stockage des lipides en période post-prandiale 
(lipogenèse) (Aarsland et al., 1997). En revanche, le tissu adipeux blanc libère les acides gras 
(lipolyse) dans des conditions de jeûne. Il est également considéré comme un organe 
endocrine à part entière, du fait de son importante activité sécrétoire (Ailhaud, 2000). Ces 
protéines secrétées, portant le nom d’adipokines (leptine, adiponectine, et cytokines), sont 
capables d’agir par voie endocrine pour réguler la prise alimentaire et la sécrétion d’insuline 
et la sensibilité à l’insuline, paramètres essentiels dans la régulation de l’homéostasie 
énergétique (Guerre-Millo, 2004).  
 
d) Le muscle squelettique 
Le muscle squelettique participe également à la régulation de l’homéostasie glucidique du fait 
qu’il est responsable de 85% de l’absorption de glucose postprandial et qu’il représente 40 à 
60% de la masse totale du corps humain. Cet organe,  peut directement utiliser le glucose 
capté pour produire de l’énergie, mais également générer des réserves énergétiques sous 
forme de glycogène (glycogenèse) (bien que la capacité de stockage par cellule du muscle soit 
largement inférieure à celle de l’hépatocyte).  
Les mécanismes de régulation de la glycémie par le muscle seront précisément discutés dans 
la section II. 
 
I.2 Système hormonal contrôlant la glycémie  
 
a) Glucagon et catécholamines 
Le glucagon (polypeptide de 29 acides aminés) est une hormone hyperglycémiante, sécrétée 
par les cellules α pancréatiques. Le glucagon se fixe sur les récepteurs membranaires 
spécifiques de ses cellules cibles (essentiellement les cellules hépatiques, mais aussi les 
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cellules adipeuses) et agit en stimulant la glycogénolyse (voir chapitre synthèse de 
glycogène), la lipolyse et la néoglucogenèse. Dans des conditions de stress, de jeûne ou 
d’exercice physique, en réponse à des signaux nerveux tels que le système nerveux 
sympathique (Marliss et al., 1973), à des signaux hormonaux (ghréline, et adrénaline) 
(Gromada et al., 2007; Quesada et al., 2008) et à des signaux métaboliques de faibles 
concentrations en glucose, acides aminés (Gromada et al., 2007; Quesada et al., 2008) ainsi 
qu’une courte exposition aux acides gras (Bollheimer et al., 2004; Hong et al., 2007; Olofsson 
et al., 2004), le glucagon est sécrété. A l’inverse, dans le contexte d’une prise alimentaire, 
lorsque la glycémie augmente, la sécrétion de glucagon est inhibée (Gromada et al., 2007; 
Quesada et al., 2008; Burcelin et al., 2008). Ainsi, le glucagon inhibe l’utilisation et le 
stockage du glucose en inhibant respectivement la pyruvate kinase (enzyme de la glycolyse) 
et la glycogène synthase (Andersen et al., 1999; Haynes, Jr. and Picking, 1990). 
Les catécholamines sont des composés organiques synthétisés à partir de la tyrosine qui 
jouent le rôle d'hormone ou de neurotransmetteur. Les catécholamines les plus courantes sont 
l'adrénaline (épinéphrine), la noradrénaline (norépinéphrine) et la dopamine (Carlsson and 
Hillarp, 1958).  
Tout traumatisme physique ou émotionnel (douleur, épuisement, anxiété, choc...etc.) 
déclenche dans la médullosurrénale une sécrétion d’adrénaline élevant la glycémie pour 
procurer à l’organisme le supplément d’énergie exigé par la situation, en agissant 
essentiellement sur la glycogénolyse hépatique et la lipolyse au niveau des adipocytes blancs 
(Tobin et al., 2012; Dufour et al., 2009). 
 
b) Insuline 
Après un repas, les concentrations de glucose circulant sont élevées et l’insuline est la seule 
hormone capable de diminuer la glycémie. Au niveau hépatique, elle diminue la 
néoglucogenèse, augmente la glycogenèse et la lipogenèse. Au niveau musculaire et 
adipocytaire, elle facilite le captage de glucose et des acides aminés, augmente l’anabolisme 
protéique et diminue la lipolyse dans le tissu adipeux.  
 
i) Structure, biosynthèse et sécrétion 
L’insuline est un peptide de 6 kDa sécrété par les cellules β des îlots de Langerhans du 
pancréas suite à une augmentation de la glycémie. L’insuline mature est synthétisée à partir 
d’une molécule précurseur, la proinsuline, suite à l’action des enzymes protéolytiques, 
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prohormone-convertases 1 et 2 (PC1 et PC2) puis de la carboxypeptidase exoprotease E dans 
les cellules β du pancréas. C’est une hormone constituée de deux chaînes polypeptidiques de 
21 et 30 acides aminés reliées par des ponts disulfure. L’insuline est stockée dans des granules 
de sécrétion qui s’accumulent à l’état basal au niveau de l’appareil de Golgi. Lors d’une 
stimulation de la cellule β par des concentrations accrues de glucose, l’insuline est libérée 
dans la circulation par exocytose des vésicules sécrétoires. 
 
ii) Récepteur de l’insuline et voies de signalisation 
 Récepteur de l’insuline 
L'insuline agit sur ses cellules cibles en se fixant à son récepteur membranaire. Le récepteur 
de l’insuline est exprimé sur la plupart des cellules, mais il est présent en plus grande quantité 
dans les tissus cibles des effets métaboliques de l’hormone qui sont le foie, le muscle 
squelettique et le tissu adipeux. Ce récepteur transmembranaire est un hétérodimère α-β 
appartenant à la famille des récepteurs tyrosines-kinases (Tatnell et al., 1983; Whittaker et al., 
2008). La liaison de l'insuline à son récepteur entraîne l'autophosphorylation de la sous-unité 
β du récepteur sur de nombreux résidus tyrosines. Cette autophosphorylation du récepteur 
stimule son activité tyrosine kinase envers des substrats cellulaires comme les protéines IRS 
(insulin receptor substrate), Gab-1 (GRB2-associated-binding protein 1) et Cbl (Casitas B-
lineage Lymphoma) dont vont dépendre les effets métaboliques, mais aussi les protéines Shc 
(Src homology 2/α collagen-related) relayant les effets mitogéniques de l’insuline (Saltiel and 
Kahn, 2001) (figure 1).  
 
Cavéoles membranaires: structures nécessaires pour une bonne transmission du signal 
insulinique ? 
Il a été montré que la composition/structure de la membrane plasmique joue un rôle essentiel 
dans la distribution et la stabilisation du récepteur insulinique et dans la transmission du 
signal insulinique. En effet, la composition lipidique de la membrane plasmique n’est pas 
uniforme et certains lipides comme les sphingolipides et le cholestérol peuvent se retrouver 
concentrer dans des microdomaines membranaires appelés cavéoles. Les cavéoles sont des 
invaginations de la membrane plasmique abondantes dans certains types cellulaires comme 
les cellules endothéliales, les pneumocytes, les cellules musculaires et les adipocytes, dans 
lesquelles elles peuvent couvrir jusqu’à 30% de la surface plasmique (Razani et al., 2002). 
Les cavéoles sont caractérisées par la présence d’une protéine structurale importante, la 
cavéoline. Trois membres constituent la famille des cavéolines. Chez les mammifères, la 
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cavéoline-1 et la cavéoline-2, possédant chacune deux isoformes (α, β),  sont présents dans 
tous les types cellulaires et particulièrement exprimées dans les adipocytes et les cellules 
endothéliales (Rothberg et al., 1992). La cavéoline-3, quant à elle, n’est pas retrouvée que 
dans les cellules musculaires (Tang et al., 1996). 
La composition lipidique des membranes au niveau des cavéoles est enrichie en 
sphingolipides et en cholestérol. Ces lipides confèrent à ces structures la propriété de résister à 
l’action solubilisante des détergents non ioniques (Simons and Toomre, 2000). L’utilisation 
de cette propriété pour isoler les radeaux lipidiques contenant les cavéoles est la seule 
actuellement disponible en l’absence de technique d’imagerie permettant d’observer ces 
structures dans les cellules vivantes. Ces structures invaginées concentrent et organisent sous 
le contrôle du domaine de liaison (« scaffolding ») de la cavéoline de nombreuses molécules 
de signalisation (récepteurs tyrosine kinase, récepteurs couplés aux protéines G etc...) (Razani 
et al., 2002). 
Les cavéolines ont, entre autres, la capacité de lier in vitro et in vivo, le cholestérol et les 
sphingolipides, les deux constituants lipidiques principaux des cavéoles (Thiele et al., 2000). 
La déplétion en cholestérol des cellules par des agents comme la nystatine, la filipine ou la 
méthyl-β-cyclodextrine, provoque également la disparition de cavéoles morphologiquement 
identifiables (Rothberg et al., 1992).  
De nombreux arguments en faveur de la localisation du récepteur de l’insuline dans les 
cavéoles ont été avancés. Ces études s’appuient notamment sur des techniques d’imagerie en 
microscopie électronique, d’isolement biochimique des cavéoles et d’immunoprécipitation de 
la cavéline-1 avec le récepteur de l’insuline (Yamamoto et al., 1998; Gustavsson et al., 1999; 
Nystrom et al., 1999; Kimura et al., 2002). D’autres acteurs de la voie semblent être 
également présents au sein des cavéoles. On peut citer par exemple IRS-1, la PI3K et PDK1 
(Chun et al., 2005; Gustavsson et al., 1999; Smith et al., 1998). 
Certaines études sur des cellules en culture ont établi que les cavéolines étaient des 
régulateurs positifs de la réponse à  l’insuline. Ainsi, la destruction des caveolae réalisée par 
le traitement des adipocytes avec des agents séquestrant le cholestérol membranaire (méthyl-
β-cyclodextrines), ou qui l’oxyde (cholestérol oxydase), diminuent la réponse à l’insuline des 
adipocytes in vitro (Gustavsson et al., 1999; Parpal et al., 2001; Furuchi and Anderson, 1998). 
Ces observations ont été confortées in vivo par la présence d’une résistance à  l’insuline du 
tissu adipeux des souris dont le gène de la cavéoline-1 a été invalidé. De plus, la 
surexpression de cavéolines (1 et 3) et du récepteur à l’insuline dans des cellules qui en sont 
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initialement dépourvues permet l’augmentation de l’activité kinase de ce récepteur 
(Yamamoto et al., 1998; Nystrom et al., 1999).  
D’autre part, il s’avère que chez les souris déficientes en cavéoline-1, la stabilité du récepteur 
de l’insuline est diminuée, conduisant à sa dégradation par le protéasome (Cohen et al., 2003). 
Ces animaux montrent un état d’insulino-résistance qui peut être expliqué par la diminution 
importante de la quantité de récepteur de l’insuline disponible à la membrane plasmique. Au 
sein des cavéoles, la cavéoline semble avoir deux actions distinctes. D’une part, elle stabilise 
le récepteur de l’insuline et en accroît l’activité (en présence d’un stimulus) ce qui correspond 
à une influence positive sur la cascade dont ce récepteur constitue la première étape. 
Parallèlement à cela, la cavéoline interagit avec d’autres acteurs (IRS-1, PI3K, PDK1) en 
exerçant sur eux une inhibition. On peut imaginer qu’elle a pour but de maintenir ces 
protéines à proximité du récepteur de l’insuline dans un état inactif que pourra lever 
l’activation de ce récepteur par l’insuline. 
Néanmoins, deux groupes considèrent que le récepteur de l’insuline n’est pas localisé dans les 
cavéoles en utilisant des outils similaires mais avec des protocoles différents (Souto et al., 
2003; Mastick et al., 1995).  
Une étude pourrait permettre de concilier ces résultats divergents. En effet, en 2007, il a été 
montré que le récepteur de l’insuline se situerait en fait au niveau du « cou/collerette » des 
cavéoles et pas dans sa partie « bulbeuse » (Foti et al., 2007).  
Les différences dans les protocoles utilisés, dans les études précédentes, lors de la fixation des 
échantillons et de l’isolement des cavéoles pourraient permettre d’expliquer les données 
contradictoires de la littérature.  
De manière intéressante, dans des conditions physiopathologiques, la signalisation 
insulinique, via l’action de dérivés sphingolipidiques comme les céramides, est altérée au 













 Insulin receptor substrates (IRSs) 
Les IRSs sont des cibles physiologiques importantes activées par le récepteur de l’insuline. 
Six isoformes d’IRS sont identifiés mais seulement (IRS1, IRS2, IRS3 et IRS4) ont été 
montrés comme impliqués dans la signalisation insulinique (Withers et al., 1998; Tamemoto 
et al., 1994).  
IRS1 et IRS2 ont une distribution tissulaire similaire. Dans les muscles squelettiques et le 
tissu adipeux, IRS1 est l’isoforme impliqué dans la signalisation insulinique, alors que dans le 
foie, IRS2 est celui qui conduit principalement les effets métaboliques de l’insuline. Dans le 
pancréas, IRS2 joue un rôle important dans la régénération cellulaire (Kubota et al., 2000). 
Figure  3: Voies de signalisation activées par l’insuline 
Une fois l’insuline liée à son récepteur, deux voies de signalisation sont activées en parallèle: 
 La voie « PI3K » qui, grâce à de nombreux effecteurs, induit: 
1) L’activation de la lipogenèse, le transport de glucose et la synthèse du glycogène; 
2) L’inhibition de la lipolyse et de la gluconéogenèse; 
3) La stimulation de  la survie cellulaire ;   
 La  voie ERK qui stimule la prolifération cellulaire. 
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Des études in vivo ont révélé la fonction des deux isoformes IRS1 et 2 dans les tissus 
insulinosensibles (Lin et al., 2004; Huang et al., 2005; Cantley et al., 2009; Norquay et al., 
2009). Les souris dépourvues d’IRS1 développent un retard de croissance, une résistance 
modérée à l’insuline (principalement au niveau musculaire, rien au niveau hépatique), une 
hyperinsulinémie  et des ilots hyperplasiques, mais sans développer de diabète car une 
augmentation d’expression d’IRS2 dans les cellules β, compensant l’absence d’IRS1 a été 
observée (Araki et al., 1994). Les souris dépourvues d’IRS2 développent une 
insulinorésistance et une hypoplasie des ilots pancréatiques, causant ainsi un diabète (Kubota 
et al., 2000 ; Withers et al., 1998). Ces observations suggèrent qu’IRS1 et IRS2 n’ont pas une 
redondance fonctionnelle absolue, le premier étant plus responsable de l’action de l’insuline 
sur le métabolisme glucidique dans les cellules insulino-sensibles, et le second jouant un rôle 
plus important dans la coordination du mécanisme compensateur des cellules β en présence 
d’une insulinorésistance. 
 
La principale fonction des IRSs est de relayer le signal insulinique entre le récepteur de 
l’insuline et les protéines de signalisation en aval de ce dernier. Pour accomplir cette tâche, 
tous les IRSs possèdent dans leur région N-terminale un domaine d’homologie à la pleckstrine 
(domaine PH) qui leur permettent de se positionner au niveau de la face cytosolique de la 
membrane plasmique grâce à leur reconnaissance préalable des phospholipides membranaires. 
L’IRSs positionne ainsi son domaine phosphotyrosine binding (domaine PTB), adjacent au 
domaine PH, en face de la tyrosine 960 du domaine juxtamembranaire du récepteur de 
l’insuline et se fixe sur la tyrosine 960 phosphorylée par l’intermédiaire de ce domaine PTB 
(Paz et al., 1996).  
La région C-terminale des IRSs se trouve alors à proximité du domaine tyrosine kinase du 
récepteur, qui phosphoryle des résidus tyrosines spécifiques sur les IRS (White, 2002). Les 
protéines IRS ainsi phosphorylées sont à leur tour reconnues par les domaines SH2 (src 
homology 2) de protéines relais, les principales étant la sous-unité régulatrice de la 
phosphatidyl-inositol 3 kinase (PI3K), les protéines adaptatrices growth factor receptor-bound 
protein 2 (Grb2) et CrkII, la tyrosine-kinase Fyn et la phosphotyrosine phosphatase SHP2 
(SH2 domain protein tyrosine phosphatase-2) (Whitehead et al., 2000).  
Par contre, l’implication des isoformes IRS3 et IRS4 dans le signal insulinique semble moins 
évidente (Liu et al., 1999b; Fantin et al., 2000). Chez les rongeurs, IRS3 est principalement 
exprimé dans les adipocytes, et n’est probablement pas exprimé chez l’homme (Sciacchitano 
and Taylor, 1997). IRS4, quant à lui, est exprimé chez l’homme, mais n’est probablement pas 
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très impliqué dans la signalisation de l’insuline puisque son invalidation chez la souris 
n’affecte pas de façon marquée l’homéostasie glucidique (Fantin et al., 2000). 
 
Régulation négative des IRSs 
Au niveau moléculaire, la phosphorylation de résidus sérines d’IRS1 est responsable de 
l’altération du signal insulinique. Cette altération peut être la conséquence d’une inhibition de 
l’interaction IRS/récepteur insulinique, ou d’une inhibition de l’interaction IRS/PI3K, ou 
d’une induction de la dégradation de la protéine IRS1 (Copps and White, 2012).  
La stimulation prolongée de l’insuline exerce aussi un rétrocontrôle négatif sur IRS1 par 
l’intermédiaire d’un groupe de kinases insulinostimulées, comme celles composant la voie 
mTORC1/S6K1 (Um et al., 2004). mTOR (mamalian target of rapamycin) existe en deux 
complexes distincts, le complexe 1 (mTORCl) et le complexe 2 (mTORC2). mTORCl est 
composé de mTOR (sous-unité catalytique du complexe), raptor (regulatory-associated 
protein of mTOR), mLST8 (aussi connu sous le nom de GpL [mammalian lethal with Secl3 
protein 8]), PRAS40 (proline-rich Akt substrate 40 kDa) et Deptor (DEP-domain-containing 
mTOR-interacting protein) (Zarogoulidis et al., 2014). La S6K1 est phosphorylé et activé par 
mTORC1. Les protéines S6K sont des Ser/Thr kinases de la superfamille de AGC kinase (Um 
et al., 2006), et l'hyperactivation de S6K1 en présence d'excès de nutriments, d'hyperglycémie 
et d'hyperinsulinémie cause une résistance à l'insuline de par la création d'une boucle de rétro-
contrôle négative sur la signalisation de l'insuline. Ainsi, le complexe 
mTORC1/S6K1phosphoryle IRS1 sur le résidu Sérine 302 (Sérine 307 chez l’humain), 
inhibant ainsi la fonction du domaine PTB d’IRS1 (She et al., 2009), et conduisant à sa 
dégradation (Harrington et al., 2004). De plus, dans des conditions d’insulinorésistance, 
certaines kinases activés comme la S6K1, certaines protéines kinases C (PKCs), la JNK (c-jun 
N-terminal kinases), et ERK, peuvent phosphoryler des résidus sérine d’IRS1, altérant ainsi la  
signalisation insulinique (Gual et al., 2005; Tanti and Jager, 2009; Boura-Halfon and Zick, 
2009). IRS1 est aussi inhibé par les protéines SOCS1 et les SOCS3  (suppressor of cytokine 
signalling 1 et 3), protéines stimulées par les cytokines (Yoshimura et al., 1995). Les SOCS1 
et les SOCS3 se lient aux résidus tyrosine d’IRS1 et induisent ainsi sa dégradation par le 
protéasome (Rui et al., 2002). Le chapitre III.2 détaille plus les défauts d’activation des IRSs 





 Phosphoinositide-3-kinase (PI3K) 
Il existe trois grandes classes de PI3K (I-III) divisées selon leur préférence pour des substrats 
lipidiques et leur activation. La PI3K de classe I génère principalement du 
phosphatidylinositol-3,4,5-triphosphate (PI-3,4,5-P3) à partir du phosphatidylinositol-4,5-
biphosphate (PI-4,5-P2) en phosphorylant le noyau inositol en position 3 des lipides 
phosphoinositides présents dans la membrane plasmique des cellules. La PI3K de classe II 
génère du phosphotidylinositol-3-phosphate (PI-3-P) à partir du PI et du phosphatidylinositol-
3,4-biphosphate (PI-3,4-P2) à partir de PIP in vitro (et possiblement du PI-3,4,5-P3  à partir de 
PI-4,5-P2 in vivo). Finalement, la PI3K de classe III génère essentiellement du PI-3-P à partir 
de PI (Katso et al., 2001).  La PI3K de classe IA relaie le signal insulinique car étant le seul 
isoforme capable d’être activé après liaison avec les IRSs.  
La PI3K est formée d’une sous-unité régulatrice p85 qui se lie à l’IRS et d’une sous-unité 
catalytique p110.Cinq isoformes de la sous unité régulatrice p85 de la PI3K sont codés par 3 
gène différents : le gène Pik3r1 (p85α, p55α et p50α), le gène Pik3r2 (p85β), et le gène Pik3r3 
(p55γ) (Vanhaesebroeck et al., 1997; Fruman, 2010; Taniguchi et al., 2006; McCurdy and 
Klemm, 2013). Ces isoformes contrôlent non seulement la localisation subcellulaire de 
l’enzyme mais aussi sa stabilité et l’activation des sous unités catalytiques p110 via des 
domaines d’interactions de la P85 nommés SH2, ayant une affinité pour les résidus tyrosines 
phosphorylés (Yu et al., 1998). Les isoformes régulatrices p85 possèdent tous les domaines 
Src homology 2 : N-terminal SH2 et C-terminal SH2, séparés par un iSH2 (intervening 
coiled-coiled domain), ce dernier, relayant la liaison avec les sous unités catalytiques p110 
(Fruman et al., 1996; Inukai et al., 1996). 
Trois gènes distincts codent pour les trois isoformes p110 de la PI3K de classe IA : p110α, 
p110β et p110δ. Ils possèdent tous un domaine de liaison à la sous-unité p85 et un domaine 
catalytique. Les sous-unités p110 ne semblent pas avoir de spécificité de liaison avec les 
différentes sous-unités régulatrices, laissant donc place à la formation d’une multitude 
d’hétérodimères différents.  
La sous-unité régulatrice p85 agit comme un adaptateur et se lie à l’entité catalytique p110 
avec l’un de ses domaines SH2 pour finalement l’accrocher à la membrane. L'interaction de la 
sous-unité régulatrice p85 avec la sous-unité catalytique  p110 se trouve ainsi stabilisée et 
permet de maintenir inhibée  l'activité catalytique de p110 dans des conditions basales. En 
réponse à l’insuline, les domaines SH2 de la sous-unité p85 interagissent avec des séquences 
spécifiques contenant une tyrosine phosphorylable de type (YXXM) portée par les protéines 
IRS, induisant ainsi l'activation de la sous-unité catalytique.  
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Suite à l’activation de la PI3K de classe IA par l’insuline, du PIP3 est généré à partir du PIP2. 
Ce dernier se lie ensuite à des protéines possédant un domaine d’homologie à la Plekstrine 
(domaine PH) comme la PKB/Akt et la 3-phosphoinositide-dependent protein Kinase 1 
(PDK1)  (Virkamaki et al., 1999). La liaison de ces deux kinases avec du PIP3 induit leur 
accrochage à la membrane plasmique, permettant ainsi l’activation de la PKB/Akt (voir plus 
bas). 
L’activité de la PI3K peut être indirectement inhibée par la déphosphorylation des PIP3 
générés par l’enzyme. Deux phosphatases sont impliquées dans ce mécanisme : la 
phospholipide phosphatase and tensin homolog (PTEN) et la SH2-containing inositol 5’-
phosphatase-2 (SHIP2). Le détail de leurs mécanismes d’action est décrit dans le chapitre 
« Régulation du signal insulinique via des phosphatases lipidiques ». 
 
 Protéine kinase B/Akt 
La PKB/Akt est une protéine sérine/thréonine kinase dont la famille compte trois membres : 
PKBα/Akt1, PKBβ/Akt2 et PKBγ/Akt3. La PKB α/Akt1 est exprimée de façon ubiquitaire, la 
PKB β/Akt2 est présente majoritairement dans les tissus insulino-sensibles (foie, tissu adipeux 
et les muscles) et la PKBγ/Akt3 est prédominante dans le cerveau (Yang et al., 2004).  
La PKB β/Akt2 est l’isoforme impliquée dans la régulation du métabolisme glucidique 
puisque les souris déficientes en PKB β sont  intolérantes au glucose et insulinorésistantes. 
Ces souris présentent un captage glucidique altéré au niveau des tissus périphériques et une 
production hépatique de glucose élevée, ainsi qu’une augmentation de la masse des cellules β 
pancréatiques (Cho et al., 2001; Easton et al., 2005; Lu et al., 2012; Treins et al., 2012). 
Par contre, l’ablation totale des deux autres isoformes α et γ n’affecte significativement pas le 
métabolisme de glucose  (Cho et al., 2001; Easton et al., 2005).  
Il a été montré que la PKBα/Akt1 est impliqué dans la survie cellulaire en inhibant l'apoptose 
(Hajduch et al., 1998; Cho et al., 2001; Bernal-Mizrachi et al., 2001; Tuttle et al., 2001; Shioi 
et al., 2002). Cet isoforme peut aussi induire la synthèse protéique, ce qui en fait un élément 
clef dans les phénomènes cellulaires conduisant à l'hypertrophie des muscles squelettiques et 
la croissance des tissus en général (Hajduch et al., 1998; Cho et al., 2001; Bernal-Mizrachi et 
al., 2001; Tuttle et al., 2001; Shioi et al., 2002).  
La PKBγ/Akt3 joue un rôle important dans le développement post-natal du cerveau chez les 
mammifères (Easton et al., 2005; Tschopp et al., 2005; Dummler and Hemmings, 2007). 
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Si les trois isoformes ont un rôle différent dans l’organisme, elles sont néanmoins activées 
similairement en réponse à l’insuline. En situation basale, la PKB/Akt est localisée 
principalement dans le cytosol et elle est rapidement mobilisée vers la membrane plasmique 
en réponse à une stimulation insulinique (Vanhaesebroeck and Alessi, 2000). Ainsi, ce 
processus requiert l’activation de la PI3-kinase et la production de PIP3 nécessaires pour le 
recrutement de la PKB/Akt vers la membrane plasmique via son domaine PH. Cette 
interaction entre le domaine PH et les lipides membranaires permet ainsi un changement de 
conformation de la PKB/Akt, démasquant ainsi le site Thr308, contenu dans la boucle 
d’activation du domaine kinase et le rendant disponible pour être phosphorylée par la PDK-1 
(Vanhaesebroeck and Alessi, 2000). Afin d’être pleinement active, la PKB/Akt  requiert 
également la phosphorylation d’un autre résidu (Ser473) situé dans l’extrémité régulatrice C-
terminale (Vanhaesebroeck and Alessi, 2000; Osaki et al., 2004; Alessi et al., 1996) par le 
complexe TORC2 (formé de mTOR (mammalian target of rapamycin) et RICTOR 
(rapamycin insensitive companion of mTOR) (Hresko and Mueckler, 2005).  
Le domaine catalytique sérine/thréonine kinase occupe la partie centrale de la PKB/Akt. C’est 
l’homologie de ce dernier avec celui de la protéine kinase A (PKA) et la protéine kinase C 
(PKC) qui a valu à cette protéine le nom de PKB. Finalement, un domaine de régulation de 
l’activité kinase est situé en son extrémité C-terminale.  
 
La PKB/Akt ainsi activée quittera la membrane cellulaire pour rejoindre ses différents 
substrats comme AS160 impliqué dans le transport de glucose, GSK3 (Glycogen synthase 
kinase 3) impliquée dans la synthèse de glycogène, SREBP-1C (Sterol regulatory element 
binding protein-1c) impliqué dans la lipogenèse. 
 
Voies métaboliques régulées par la PKB/Akt 
 
La PKB/Akt relaie l’action de l’insuline dans la régulation du métabolisme des trois grandes 
familles de nutriments (glucides, lipides et protides), essentiellement au niveau du foie, du 
tissu adipeux et du muscle.  
 
 Captage du glucose (dans le tissu adipeux, le muscle  squelettique et le cœur). Environ 
30%  du glucose absorbé en post prandial est capté par le foie. Le glucose qui échappe au foie 
est ensuite capté par les tissus périphériques (muscle squelettique et tissu adipeux). L’insuline 
favorise ce captage en augmentant les quantités de transporteurs de glucose à la surface des 
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cellules. Brièvement, lorsque la PKB/Akt est activée en réponse à l’insuline, elle phosphoryle 
et inactive la protéine AS160 qui maintient les vésicules de transport de glucose GLUT4 dans 
le cytoplasme. Une fois l’AS160 inhibée, les vésicules contenant les transporteurs sont 
relarguées vers la membrane plasmique, induisant ainsi une augmentation de l’entrée du 
glucose dans la cellule (plus de détails dans le chapitre II.2.1 « Transport du glucose »). 
 Glycogenèse (dans le foie et le muscle squelettique). La PKB/Akt, en réponse à 
l’insuline, phosphoryle et inhibe la Glycogen synthase kinase (GSK3), enzyme responsable de 
la régulation de l’activité de la glycogène synthase (GS). Cette levée d’inhibition sur la GS a 
pour conséquence d’activer la GS et de stimuler la synthèse de glycogène (Bollen et al., 1998) 
(détails dans le chapitre II.2.2 « Synthèse de glycogène »).  
 Maintien de la balance azotée. L’insuline exerce une action anabolique importante au  
niveau musculaire et hépatique via deux voies : (i) l’insuline stimule la synthèse protéique à 
partir des acides aminés plasmatiques et (ii) inhibe le catabolisme protéique  et la 
gluconéogenèse à partir d’acides aminés glucoformateurs. L’insuline, via la stimulation de la 
voie « PI3K/PKB/Akt », stimule la synthèse protéique, en levant l’inhibition sur mTORC1. 
mTORC1 est maintenu inactivé par le complexe hétérodimérique tuberous sclerosis complex 
(TSC1/ 2) d’une part, et par la protéine proline-rich Akt substrate of 40kDa (PRAS40) d’autre 
part. En réponse à l’insuline, la PKB/Akt phosphoryle à la fois le complexe TSC1/2, et la 
PRAS40, ce qui enlève leur inhibition sur la mTORC1, stimulant ainsi la synthèse protéique. 
L'activité kinase de mTOR permet de phosphoryler  et d’activer la protéine ribosomale S6 
kinase p70S6K (S6kinase), et de phosphoryler et d’inhiber le facteur eIF4E binding protein 
(4EBP1, inhibiteur du facteur d'initiation eIF4E) (Weigl, 2012). Ce qui stimule la synthèse 
protéique en augmentant le niveau général de la traduction des ARNm (détails dans le 
chapitre II.2.3 synthèse protéique. 
 
  Lipogenèse.  La lipogenèse est stimulée via la Sterol regulatory element-binding 
protein-1c (SREBP-1-C), dont la localisation subcellulaire est sous contrôle de l’axe « PI3K 
/PKB/Akt/mTORC1 ». L’activation de mTORC1 permet au facteur transcriptionnel SREBP-
1c d’être transloqué vers le noyau et de se lier au promoteur de deux enzymes clés de la voie 
lipogénique: l'Acétyl CoA carboxylase (ACC) et la Fatty acyl synthase (FAS) et de favoriser 
leur transcription   (Shimano et al., 1999).  
 
 Néoglucogenèse. La néoglucogenèse est inhibée par deux enzymes clés, la 
phosphoenolpyruvate carboxykinase (PEPCK) (Sasaki and Granner, 1988) et la glucose-6-
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phosphatase (G6Pase) (Streeper et al., 1997; Dickens et al., 1998). Ces deux enzymes, codées 
à partir des gènes (Pck1 et G6pc), sont des enzymes limitantes de la gluconéogenèse 
(Cherrington et al., 1998; Girard, 2006).  Elles sont induites au cours du jeûne et du diabète 
insulino-déficient et  leur expression est normalisée par la réalimentation ou un traitement à 
l’insuline dans les trois tissus néoglucogéniques (foie, reins et intestin grêle)(Mithieux et al., 
2009). La transcription des deux gènes Pck1 et G6pc  est régulée, entre autre, par un facteur 
transcriptionnel appelé FOXO1 (Forkhead box O1), qui, lorsqu'il n'est pas phosphorylé par la 
PKB/Akt, est localisé dans le noyau et active la transcription (au cours du jeûne). En réponse 
à l’insuline, la PKB/Akt est activée et elle phosphoryle FOXO1 (Stitt et al., 2004). FOXO1 
migre alors vers le cytosol où il est séquestré par la protéine 14-3-3 et la transcription du gène 
de la PEPCK et G6Pase est inhibée (Jiang et al., 2003; Halse et al., 2001; Hashiramoto and 
James, 2000).  
 
 L’insuline, via la PKB/Akt inhibe la glycogénolyse dans le foie en inhibant la glycogène 
 phosphorylase, enzyme qui convertie le glycogène en glucose  (Aiston et al., 2003) (détails 
dans le chapitre II.2.2 « Synthèse de glycogène »). 
 
 Lipolyse. L’hydrolyse des triglycérides nécessite l’intervention de trois enzymes : 
l’adipose triglycéride lipase (ATGL), la lipase hormono-sensible (HSL), et la monoglyceride 
lipase  (MGL). Les trois enzymes sont impliquées dans une étape différente de l’hydrolyse 
des triglycérides. L'insuline régule négativement la lipolyse ans les adipocytes par une voie de 
signalisation PKB/Akt-indépendante en agissant sur la HSL. En période de jeûne, la PKA, 
activée par le second messager Adénosine monophosphate cyclique (AMPc), phosphoryle les 
résidus Ser 649 et Ser 650 de la lipase hormono sensible (HSL), entraînant ainsi l’activation 
de l’enzyme (Anthonsen et al., 1998). En période post prandiale, l’insuline diminue l’activité 
de la HSL en assurant l’hydrolyse de l’AMPc en 5’AMP, via la phosphorylation et 
l’activation de la phosphodiesterèse PDE-3B par la PKB/Akt.  
 
Régulation négative de la PKB/Akt 
L’activé de la PKB/Akt peut être complètement inhibée par déphosphorylation de ses deux 
résidus Sérine 473 et Thréonine 308. Cette régulation est assurée par deux phosphatases : la 




En période post-prandiale, l’insuline maintient la PP2A inactivée par l’insuline par la 
phosphorylation sur son résidu Tyrosine 307, situé dans son domaine catalytique (Begum and 
Ragolia, 1996). En revanche, lorsque l’action de l’insuline diminue avec le temps, l’effet 
inhibiteur de l’insuline sur la PP2A disparait, permettant cette dernière de déphosphoryler le 
résidu Thréonine 308 de la PKB/Akt (Cazzolli et al., 2001). Le mécanisme de 
déphosphorylation de la PKB/Akt par la PP2A dans des conditions physiopathologiques est 
détaillé dans le chapitre « Mécanisme d’action des céramides ».  
Les phosphatases PHLPP1 et PHLPP2 appartiennent à la famille des Ser/Thr phosphatases. 
Elles sont principalement activées et agissent comme des suppresseurs de tumeur dans 
certains cancers (cancer du côlon, du foie, de la prostate, …) (Brognard and Newton, 2008). 
Dans ces conditions, la déphosphorylation du résidu Sérine 473 de la PKB/Akt est réalisé par 
les deux isoformes PHLPP1 et PHLPP2. La PHLPP2 déphosphoryle la PKBα/Akt1 et la 
PKBγ/Akt3 et la PHLPP1 déphosphoryle la PKBβ/Akt2 et la PKBγ/Akt3 (Gao et al., 2005; 
Warfel and Newton, 2012). 
 
 Protéines Kinases C atypiques 
Les protéines kinases C (PKCs) forment une grande famille appartenant aux protéines kinases 
dépendantes de l’AMPc (PKA/PKG, PKC, AGC). Elles jouent un rôle important dans de 
nombreux événements de signalisation intracellulaire, croissance et différenciation cellulaire 
(Steinberg, 2008). Les PKCs sont regroupées selon trois classes distinctes: conventionnelles 
(regroupant les isoformes α, β et γ), nouvelles (regroupant les isoformes δ, ε, ε , ζ et μ) et 
atypiques (regroupant les isoformes λ, δ et η) (Farese, 2002; Schmitz-Peiffer, 2002). Alors que 
les formes conventionnelles et nouvelles des PKC requièrent le diacylglycérol et/ou le 
calcium pour leur activation, les formes atypiques, insensibles au diacylglycérol et au 
calcium, nécessitent plutôt les phosphoinositides (PI-3,4,5-P3 produits par la PI3K en réponse 
à l’insuline) pour être activées (Schmitz-Peiffer, 2002; Farese, 2002).  
À l’état basal, les PKC atypiques existent sous une forme repliée pour prévenir la 
phosphorylation de leurs substrats, mais également de la protéine elle-même (Farese, 2002). 
Toutes les PKCs possèdent une séquence pseudo-substrat auto-inhibitrice (PS) qui est 
attachée au domaine catalytique, bloquant ainsi l'accès d’un substrat au domaine kinasique à 
l’état basal (Farese, 2002). L’activation des PKC atypiques nécessite en premier lieu la liaison 
du PIP3 sur certaine(s) région(s) encore non-définie(s) de l’extrémité régulatrice, permettant 
ainsi un dépliement de la protéine (Standaert et al., 1999; Standaert et al., 2001). Ce 
changement de conformation des PKC atypiques les rend aptes à être phosphorylées par la 
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PDK-1 dans la boucle d’activation du domaine catalytique (Thr410 pour PKC-δ et Thr403 
pour PKC-λ), tout en permettant l’autophosphorylation et/ou la transphosphorylation de 
certains résidus thréonine à l’intérieur du domaine catalytique, dont le résidu Thr560 
(Standaert et al., 1999; Standaert et al., 2001).  
Ces modifications indépendantes (changement de conformation) et dépendante de 
phosphorylation (Thr410 via la PDK-1 et Thr560 via autophosphorylation) sont importantes 
pour une activation optimale et maximum des PKC atypiques (Farese, 2002; Standaert et al., 
2001). L’activation des PKC atypiques serait aussi dépendante de Cbl (Casitas B-lineage 
lymphoma)  (Standaert et al., 2004; Liu et al., 2003).  
Notons aussi que les PKC atypiques peuvent également être activées par clivage protéolytique 
de leur extrémité N-terminale, convertissant ainsi l’enzyme en une forme constitutivement 
active, appelée kinase de type M (Ishizuka et al., 1990). Cependant, l’importance de ce 
dernier mécanisme d’activation demeure cependant très peu étudiée.  
 
L’activation des PKC atypiques en réponse à l’insuline semble jouer un rôle important dans la 
régulation du transport de glucose (rôle controversé, voir plus bas).  
De plus, dans des conditions physiopathologiques, les PKC atypiques induisent l’expression 
de SREBP-1C (steroid regulatory element-binding protein-1c) et de NFKB (Sajan et al., 2009) 
au niveau du niveau hépatique, et au niveau musculaire les PKC atypiques interagissent avec 
PKB/Akt pour inhiber la voie de signalisation insulinique (Powell et al., 2003). 
 
II. Muscle squelettique: organe clé dans l’homéostasie glucidique 
II.1 Structure du muscle squelettique 
Le terme « muscle » vient du mot latin musculus qui signifie « petite souris ». Pour le sens de 
« muscle », l’analogie perdure en français où la souris désigne un muscle précis dans le gigot. 
Les muscles sont considérés comme « les moteurs » de l’organisme. Les propriétés des 
muscles (excitabilité, contractilité, élasticité…) leur permettent de générer force et 
mouvement. Parmi les 652 muscles du corps humain, 3 types de fibres permettent de les 
classer : les muscles striés, les muscles lisses et le muscle cardiaque. À l’état basal, la 
contribution du muscle squelettique dans le captage total du glucose est d’environ 30%, et de 
plus de 80% après un repas. Ce tissu est donc très important pour limiter l’ampleur et la durée 
des hyperglycémies postprandiales. 
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Le nombre de muscles striés dans le corps humains est d’environ 600 (ce nombre varie selon 
les descriptions des auteurs) et ils représentent 42%  du poids du corps chez l’homme, 38% 
chez la femme. Les muscles squelettiques striés sont constitués de faisceaux musculaires 
formés eux même d’un ensemble de fibres musculaires.  
La fibre musculaire, cellule multinucléée allongée, résulte de la fusion de plusieurs cellules 
non différenciées à noyaux uniques, appelées myoblastes. Le myotube, formé par la fusion 
des myoblastes, est caractérisé par des noyaux à position centrale.  Les fibres striées sont des 
cellules composées elles-mêmes de petites unités appelées myofibrilles. Chaque myofibrille 
est implantée dans le cytoplasme de la cellule. Ce cytoplasme est appelé sarcoplasme. Tout le 
contenu de la cellule est enveloppé dans une membrane plasmique: le sarcolemme (Mauro, 









Figure  2: Structure de la fibre musculaire 
Le muscle squelettique est composé d’un ensemble de fibres. Chaque fibre est formée par la fusion de cellules 
mononuclées appelées myoblastes qui se différencient pour donner des myotubes. Les sarcomères sont les unités 




Des méthodes histochimiques basées sur l’étude des enzymes du métabolisme musculaire 
permettent de distinguer différents types de fibres musculaires: 
(i) Les fibres de type I à contraction lente ou fibres rouges. Elles sont également appelées 
fibres musculaires oxydatives, car elles utilisent principalement les lipides comme source 
d’énergie. Ces fibres possèdent une capacité aérobie élevée et ne recourent que très peu au 
métabolisme anaérobie. Elles doivent ces caractéristiques à une forte vascularisation et une 
densité élevée de mitochondries. Ce sont donc des fibres très endurantes; elles se contractent 
lentement, ne déploient pas une très grande puissance, mais peuvent se contracter longtemps 
puisqu’elles puisent l’ATP nécessaire à leur fonctionnement dans le métabolisme aérobie. Ce 
dernier, en effet, ne produit pas d’acide lactique et utilise des sources d’énergie variées 
comme le glycogène musculaire et hépatique, les acides gras libres et parfois des acides 
aminés (Schiaffino and Reggiani, 2011). Ces fibres possèdent peu de réserves de glycogène, 
mais peuvent entreposer d’appréciables quantités de lipides sous forme de gouttelettes 
intracellulaires. Les fibres oxydatives lentes comme celles du muscle soléaire, sont utilisées 
pour des activités d’endurance, des mouvements lents et répétitifs, comme la marche ou la 
course à basse vitesse ou bien le maintien de la posture. 
(ii) Les fibres de type IIA sont des fibres intermédiaires oxydatives à contraction rapide et 
résistantes à la fatigue. Ces fibres contiennent beaucoup de myoglobine, de mitochondries et 
de capillaires mais, elles possèdent une coloration intermédiaire (fibres intermédiaires). Elles 
se retrouvent généralement en grand nombre dans les muscles de la jambe des athlètes.  Par 
exemple les muscles épitrochléens sont sollicités lors d’exercices brefs mais intenses. 
(iii) Les fibres de type IIB sont des fibres glycolytiques à contraction rapide et sensibles à la 
fatigue. Ces fibres contiennent peu de myoglobine, de mitochondries et de capillaires (fibres 
blanches). Elles ont une haute teneur en glycogène et possèdent le plus grand diamètre. On les 
retrouve en grand nombre dans les muscles du bras. 
De nombreuses fibres IIA peuvent évoluer vers un type I à la suite d’exercice prolongé et 
modéré (entrainement endurant). En revanche des exercices brefs et intenses provoquent 
l’évolution des fibres IIA vers le type IIB (fibres rapides) (Luginbuhl et al., 1984). 
 
 
II.2 Les fonctions métaboliques des muscles squelettiques 
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L’homéostasie glucidique correspond à l’ensemble des mécanismes physiologiques, 
cellulaires et moléculaires qui œuvrent pour ajuster étroitement la glycémie entre 0.8 et 
1.2g/L.  
Lors d’un repas, les muscles sont les principaux organes qui permettent de maintenir la 
glycémie à l’équilibre, et en période postprandial, 75% du glucose circulant est pris en charge 
par les muscles pour y être métabolisé et pour donner immédiatement de l’énergie ou pour 
être stocker sous forme de glycogène. 
Une autre source d’énergie musculaire est les acides gras. Une fois entrés dans le muscle, ils 
peuvent être stockés sous forme de triglycérides dans des gouttelettes lipidiques, oxydés pour 
fournir de l’énergie préférentiellement dans les fibres musculaires de type 1, ou être 
transformés en lipides plus complexes comme les sphingolipides, dérivés lipidiques 
indispensables pour l’intégrité des structures membranaires des cellules et la transmission de 
messages intracellulaires. 
De plus, le muscle squelettique offre la plus grande réserve de protéines (Rennie et al., 2004).  
 
II.2.1 Transport de glucose 
Dans des conditions basales (pendant un jeûne et au repos), environ 80% du glucose est 
métabolisé indépendamment de l’insuline par le cerveau, l’intestin, et les globules rouges, 
alors que les tissus  insulino-sensibles (muscle, tissu adipeux, et foie) en nécessitent seulement 
de petites quantités. Les muscles squelettiques constituent un site majeur d'utilisation du 
glucose en période postprandiale, mais également durant la contraction musculaire puisque le 
glucose constitue sa principale source énergétique. En effet, la sécrétion élevée d'insuline 
suite à l'ingestion d'aliments contribue à l'augmentation du captage musculaire de glucose 
(Baron et al., 1988). Durant un clamp euglycémique/hyperinsulinémique, il a été montré que 
le muscle squelettique était responsable de 80% du captage total du glucose par l'organisme 
(DeFronzo et al., 1981).  
Paradoxalement, la sécrétion d'insuline diminue durant l'exercice (Vinten and Galbo, 1983) 
alors que l'augmentation du transport musculaire de glucose est déterminante et essentielle 
pour fournir suffisamment d'ATP pour répondre aux besoins énergétiques de la cellule 
musculaire en activité. Ainsi, le captage de glucose au niveau musculaire n’est pas seulement 
stimulée par l’insuline, mais aussi par la contraction  musculaire pour réguler la glycémie 





i) La famille GLUT des transporteurs de glucose 
Le transport du glucose à travers les membranes lipidiques a été démontré depuis longtemps 
comme étant l'étape limitante de son métabolisme (Kubo and Foley, 1986). Puisque le glucose 
est une molécule très peu liposoluble, il ne peut pas entrer dans les cellules par simple 
diffusion. Son transport à travers les membranes est donc assuré par des transporteurs 
spécifiques. Deux types de transport existent. 
 
Le premier est un transport actif qui s’effectue via les symports (Na+/glucose). Ce  type de 
transport est réalisé par les transporteurs de la famille SGLT (Sodium/Glucose Co-
Transporteurs),  SGLT1 et SGLT2 qui utilisent le gradient transmembranaire de Na+  généré 
par la pompe à sodium et nécessitent un apport d’énergie (Zhao and Keating, 2007). Ce type 
de transport est utilisé au niveau de l’intestin grêle et les reins (Wood and Trayhurn, 2003; 
Scheepers et al., 2004).  
Le deuxième type de transport est un transport facilité assuré par 14 membres de la famille 
des transporteurs de glucose GLUT (pour GLUcose Transport) qui forment un port (uniport) à 
travers la membrane plasmique par lequel le glucose peut entrer. Ce transport ne nécessite pas 
d’apport d’énergie et s’effectue dans le sens du gradient de concentration. Les GLUT sont 
classifiés selon leurs structures et leurs fonctions : classe 1 (GLUTs 1-4, 14) ; classe 2 







Bien qu'initialement caractérisées comme transporteurs de glucose, certaines protéines 
appartenant à la même famille se sont avérées pouvoir aussi transporter d'autres sucres. Par 
exemple, GLUT2 transporte non seulement le glucose mais aussi le fructose et le galactose 
alors que GLUT5 ne transporte spécifiquement que le fructose (Zhao and Keating, 2007). De 
plus,  GLUT7, GLUT9, et GLUT11 transportent le glucose et le fructose (Zhao and Keating, 
2007). 
GLUT4 est le transporteur de glucose principalement exprimé dans les tissus répondant à 
l’insuline (muscles squelettiques, cardiaques et adipocytes) (Thorens and Mueckler, 2010). 
On le retrouve aussi exprimé dans une moindre mesure dans des régions spécifiques du 
Tableau 3: Famille de transport facilité GLUT. 
 Classification, distribution et fonctions des isoformes GLUT. 
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cerveau (dans le système nerveux central, principallement le cerebellum, l’hypothalamus et 
l’hippocamp) (Leloup et al., 1996; McEwen and Reagan, 2004). 
Sur la base de données obtenues en quantifiant leurs ARNm, GLUT4, GLUT5 et GLUT12 
sont exprimés dans le muscle squelettique à des niveaux plus élevés que GLUT1, GLUT3, 
GLUT8, et GLUT11 (Stuart et al., 2006).  
Bien que GLUT12 soit aussi beaucoup exprimé dans les fibres musculaires de type I (Stuart et 
al., 2006), les transporteurs GLUT1 et GLUT4 sont cependant les transporteurs les mieux 
caractérisés au niveau musculaire. 
GLUT1, codé par le gène SLC2A1, fut le premier transporteur membranaire purifié et cloné 
dans les cellules de mammifères (Mueckler et al., 1985). Son expression a été observée dans 
plusieurs tissus, principalement au niveau du placenta, du cerveau, des érythrocytes, des reins, 
mais aussi à niveau moindre dans les tissus insulino-sensibles (les muscles squelettiques et 
cardiaques ainsi que les tissus adipeux blanc et brun). De façon générale, l'expression de 
GLUT1 est augmentée en réponse à une variété de stimuli qui favorisent la croissance ou la 
division cellulaire requérant davantage d'énergie comme l'insuline, les hormones 
thyroïdiennes et de croissance, ainsi que certains oncogènes (Birnbaum et al., 1987; Tai et al., 
1990; Tordjman et al., 1989; Weinstein et al., 1990). Par contre,  le glucose a un effet 
contraire sur l'expression de cet isoforme (Walker et al., 1988; Wertheimer et al., 1991). 
Dans les muscles squelettiques, GLUT1 représente environ 3 à 5 % du nombre total des 
transporteurs de glucose (Zorzano et al., 1989). Il est localisé principalement dans la 
membrane plasmique des cellules et est responsable du transport de glucose basal (Zorzano et 
al., 1989; Marette et al., 1992). Peu de translocation de GLUT1 n'a été observée dans le 
muscle squelettique en réponse à l'insuline ou lors de la contraction musculaire, sa localisation 
étant presque exclusivement associée à la membrane plasmique, et absente au niveau des 
tubules transversaux et des membranes internes (Douen et al., 1990b; Zorzano et al., 1989).  
De plus, un niveau d'expression supérieur de GLUT1 a été observé dans les fibres musculaires 
oxydatives de type I comparativement aux fibres glycolytiques de type II (Goodyear et al., 
1991). 
 
GLUT4 représente plus de 90% de la totalité des transporteurs de glucose exprimés dans les 
muscles squelettiques et cardiaques, ainsi que dans les tissus adipeux blanc et brun (Holman 
et al., 1990). GLUT4 est le transporteur principalement responsable de l'augmentation du 
captage du glucose induit par l'insuline dans les tissus insulino-sensibles ou en réponse à la 
contraction musculaire. En effet, l'importance de la contribution de GLUT4 dans le captage 
37 
 
du glucose est étayée par le fait que la translocation de GLUT4 est bien supérieure à celle de 
GLUT1 dans les cellules adipeuses et les cellules musculaires en réponse à l’insuline (Holman 
et al., 1990).  
Au niveau musculaire, la distribution de GLUT4 diffère selon le type de fibre musculaire. En 
effet, des études ont montré que GLUT4 est quatre fois plus abondamment exprimé dans les 
fibres musculaires oxydatives (type 1) que dans les fibres glycolytiques (type II) (Goodyear et 
al., 1991), ce qui pourrait expliquer que les fibres oxydatives soient davantage sensibles à 
l'effet de l'insuline et de la contraction musculaire que les fibres glycolytiques (Ploug et al., 
1987; Song et al., 1999).  
Dans des conditions basales, la réserve de GLUT4 est maintenu dans des vésicules 
membranaires intracellulaires appelées vésicules de stockage de GLUT4 (GSV) (Bryant and 
Gould, 2011). Lors d’un stimulus insulinique, la translocation de ces vésicules vers la 
membrane plasmique permet l'absorption du glucose par les cellules. Le processus de 
translocation de GLUT4 a  bien été établi et nécessite l’action de protéines impliquées dans le 
trafic vésiculaire (Thorens and Mueckler, 2010). Ces protéines sont présentes au niveau de la 
membrane des vésicules intracellulaires contenant ces transporteurs, mais aussi  au niveau de 
la membrane plasmique, permettant ainsi la fusion de des vésicules avec la membrane 
plasmique (Kawanishi et al., 2000; Bryant et al., 2002). 
 
ii) Transport  de glucose au niveau du muscle squelettique 
Translocation des vésicules GLUT4 vers la membrane plasmique 
La translocation du cytoplasme à la membrane plasmique des vésicules contenant GLUT4 
utilise le réseau d’actine et les microtubules (Stockli et al., 2010). En effet, des études 
suggèrent un rôle important du remodelage du cytosquelette d’actine durant le trafic 
vésiculaire (Chiu et al., 2011), la moindre perturbation dans ce processus altérant la 
translocation des vésicules vers la membrane plasmique (Tong et al., 2001; Habegger et al., 
2012). Rac1, qui appartient à la famille Rho GTPase, a été identifié comme induisant le 
réarrangement dynamique des filaments d’actine sous la membrane plasmique dans les 
cellules musculaires (JeBailey et al., 2007; Ueda et al., 2008) et son activité est régulée par 
l’insuline dans les muscles des rongeurs et chez l’homme (Sylow et al., 2013; Ueda et al., 
2010). Afin de réorganiser les filaments d’actine, Rac1 recrute des facteurs nucléaires pour 
stimuler la polymérisation d’actine. Parmi ces facteurs nucléaires, ceux de la famille WASp 
ont été identifiées (Ridley, 2006). WASp se lie et active le complexe ARP2/3 qui catalyse la 
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formation des filaments d’actine (Pollard, 2007). Ce processus a été montré comme étant sous 
la dépendance de Rac1 dans les cellules musculaires (Chiu et al., 2010).  
Si l’activation de Rac 1 est PI3K dépendante (Chiu et al., 2010; Rudich and Klip, 2013), 
l’implication de la PKB/Akt dans ce processus reste incertaine (Ueda et al., 2008; Nozaki et 
al., 2013; Chiu et al., 2013). 
L’insuline induit aussi la translocation de GLUT4 au niveau d'un second compartiment de 
surface, les tubules-T et ce, tant au niveau des fibres musculaires oxydatives que 
glycolytiques (Dohm et al., 1993; Marette et al., 1992). 
 
Fusion des vésicules GLUT4 à la membrane plasmique 
Depuis de nombreuses années, des efforts ont été déployés pour comprendre le mécanisme 
par lequel les vésicules de GLUT4 fusionnent avec la membrane plasmique dans les cellules 
insulino-sensibles en réponse à l’hormone. L’idée selon laquelle le mécanisme de ciblage et 
de fusion des vésicules contenant le transporteur de glucose avec la membrane plasmique 
pouvait partager des similitudes avec le mécanisme déjà bien caractérisé de neurosécrétion 
s’est imposée, car les protéines impliquées dans la fusion des vésicules synaptiques avaient 
aussi été décrites dans les tissus insulino-sensibles (Bakirtzi et al., 2009). La compréhension 
du mécanisme de fusion des vésicules synaptiques est basée sur le modèle décrit par James 
Rothman et ces collègues et qui est maintenant bien connu sous le nom d’hypothèse SNARE 
(pour soluble N- N-ethylmaleimide -sensitive factor attachment protein receptor) (Rothman 
and Warren, 1994). 
Qu’en est-il de l’implication des SNAREs dans la translocation de GLUT4 ? L’évidence de 
l’implication fonctionnelle des SNAREs a presque principalement été obtenue à partir 
d’études réalisées dans des adipocytes. En inhibant VAMP-2 et VAMP-3 par les toxines 
tétaniques et botuliques dans des adipocytes 3T3-L1 perméabilisés, on réduit la translocation 
de GLUT4 à la membrane plasmique en réponse à l’insuline. De plus, l’introduction massive 
de protéine recombinante syntaxine-4 ou d’anticorps anti-syntaxine-4 dans des adipocytes a 
aussi permis d’inhiber la translocation de GLUT4, démontrant que ces protéines pourraient 
participer à la régulation du trafic du transporteur dans ces cellules.  
Récemment, le groupe de D. James a montré que la présence d’un autre vSNARE, VAMP-8, 
était nécessaire pour le recrutement des vésicules de GLUT4 à la membrane plasmique des 
adipocytes en réponse à l’insuline (Zhao et al., 2009). En utilisant des souris dont l’expression 
de VAMP8 a été invalidée, combiné à l’utilisation de toxine clostridium (pour cliver VAMP2 
et VAMP3, VAMP8 étant insensible à ces toxines), cette étude a mis en évidence que la 
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présence d’un des trois vSNAREs, VAMP-2, VAMP-3 et VAMP-8 présents dans les 
vésicules de GLUT4 était suffisante pour recruter ces vésicules à la membrane plasmique en 
réponse à l’insuline dans les adipocytes. Eliminer un ou deux d’entre eux ne suffit pas pour 
contrecarrer à 100% l’action de l’insuline sur les vésicules (Zhao et al., 2009). Les auteurs 
suggèrent donc que les trois vSNAREs peuvent opérer de façon interchangeable, mais aussi 
coopérative pour diriger les vésicules de GLUT4 vers les tSNAREs de la membrane 
plasmique des adipocytes.  
 
iii) Mécanismes de régulation du transport de glucose dans le muscle squelettique 
a) Mécanismes insulino-dépendant. 
La voie PI3K joue un rôle clé dans le transport de glucose en réponse à l’insuline dans les 
tissus insulino-sensibles (Kotani et al., 1995; Clarke et al., 1994; Farese, 2001; Frevert and 
Kahn, 1997; Hara et al., 1994; Litherland et al., 2001; Tanti et al., 1996). Plusieurs études ont 
mis en évidence que la PKB/Akt participait au transport de glucose médié par l’insuline en 
jouant un rôle crucial dans la translocation des vésicules contenant GLUT4 vers la membrane 
plasmique.  
Une fois activée en réponse à l’insuline, la PKB/Akt va phosphoryler d’autres substrats 
comme une protéine de 160 kDa appelée AS 160 (ou TBC1D4) et son proche parent Tre-
2/BUB2/cdc 1domaine 1 (TBC1D1) (Taylor et al., 2008; Bruss et al., 2005). Ces deux 
protéines vont directement réguler les flux entrant de glucose en contrôlant la translocation à 
la membrane plasmique du transporteur de glucose GLUT4 en réponse à l’insuline (Cartee, 
2015). 
La phosphorylation de TBC1D1 et de l’AS160 par la PKB/Akt en réponse à l’insuline a pour 
conséquence d'inhiber le domaine activateur de l'activité GTPase ("GTPase-activating 
domain" - GAP) de TBC1D1 et de l’AS160, domaine dont le rôle est d'augmenter l'hydrolyse 
du GTP par les protéines Rab. Dans le génome humain, plus de 60 familles de Rab GTPases 
ont été identifiés. Elles sont impliquées dans la régulation du trafic membranaire 
intracellulaire, telles que le trafic entre différents organelles intracellulaires (Grosshans et al., 
2006; Zerial and McBride, 2001). Rab8A, Rab10 et Rab13, impliqués dans la régulation du 
trafic des vésicules contenant GLUT4 en réponse à l’insuline dans le muscle squelettique 
(Rab8A et Rab13) et dans le tissu adipeux (Rab10) (Kaddai et al., 2008; Bogan, 2012), ont été 
caractérisés comme substrats de AS160 (Sano et al., 2007; Sun et al., 2010). L'inhibition des 
domaines GAP de TBC1D1 et de l’AS160 en réponse à l’insuline a pour conséquence une 
activité GTPase diminuée des protéines Rab. Or les protéines Rab sont plus actives sous leur 
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forme Rab-GTP que sous leur forme Rab-GDP. La conséquence de la diminution de leur 
activité GTPase sera donc une perte de rétention des vésicules contenant GLUT4 à l’intérieur 











Certaines études suggèrent que les PKC atypiques constituent aussi un second effecteur 
agissant en aval de la PI-3 kinase pour stimuler le transport du glucose insulino-dépendant 
dans les cellules musculaires et adipeuses (Bandyopadhyay et al., 2000; Kotani et al., 1998; 
Standaert et al., 1997).  
Figure  4: Translocation  insulino-stimulée des vésicules intracellulaires contenant GLUT4. 
L’insuline induit une cascade de signalisation conduisant à l’activation de la PKB/Akt (phosphorylation du résidu 
sérine473 par le complexe mTORC2 et du résidu thréonine 308 par PKK1). La PKB/Akt activée par l’insuline 
phosphoryle et inactive l’AS160 (Akt substrate 160), induisant ainsi la phosphorylation de protéines Rab-GDP et la 
libération des vésicules contenant GLUT4 vers la membrane plasmique. Grâce aux protéines SNARE, les vésicules 
fusionnent à la membrane plasmique, libérant ainsi GLUT4. 
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L’implication des PKC atypiques dans la translocation de GLUT4 en réponse à l’insuline a 
été confirmée en surexprimant des mutants dominant négatifsde la PKCδ et de la PKCλ (dans 
les adipocytes et les muscles respectivement) (Farese, 2002), en inhibant l’activité de PKC δ 
via un inhibiteur chimique dans les adipocytes (Liu et al., 2010), ou bien chez les souris dont 
l’expression de la PKC λ a été invalidée dans le muscle (Farese et al., 2007). Toutes ces 
études montrent que l’activation des PKC atypiques est nécessaire pour la propagation du 
signal insulinique vers les réserves intracellulaires de GLUT4. 
Cependant, il faut noter que l’implication des PKCs atypiques dans ce processus n’est pas un 
phénomène universellement accepté. Récemment, une étude a montré que dans des cellules 
musculaires L6 dont l’expression de la PKCλ (isoforme exprimée majoritairement dans ces 
cellules) a été inhibée, le transport de glucose stimulé par l’insuline n’était pas affecté 
(Stretton et al., 2010). Des études complémentaires seront donc nécessaires pour déterminer si 
ces PKCs jouent vraiment un rôle dans la transmission du signal insulinique. 
 
Régulation du signal insulinique via des phosphatases lipidiques 
SHIP2 (Src homology 2 domain containing inositol 5′ phosphatase 2) et PTEN (phosphatase 
and TENsin homologue supprimé sur le chromosome 10, appelée aussi MMAC1 ou TEP1) 
sont deux phosphatases régulant négativement la voie de signalisation insulinique (Sasaoka et 
al., 2005) (figure 5). 
SHIP2 et PTEN ont été montrées comme étant des régulateurs négatifs de la voie PI3K 
(Sasaoka et al., 2006) en hydrolysant le PIP3, second messager lipidique essentiel pour la 
propagation du signal de l'insuline. De plus, leur expression/activité est augmentée dans les 
tissus musculaires et adipeux insulinorésistants (Sasaoka et al., 2005). 
PTEN est une phosphatase clonée il y a presque 20 ans  (Li and Sun, 1997; Steck et al., 1997) 
qui catalyse la déphosphorylation des PIP3 en position 3’ du cycle inositol, entraînant ainsi 
une diminution des concentrations de ces phospholipides et une réduction parallèle de 
l'activité de la PKB/Akt (Cantley and Neel, 1999; Maehama and Dixon, 1998). 
PTEN agit comme un suppresseur de tumeur par son action phosphatasique et est impliqué 
dans la régulation du cycle cellulaire, empêchant les cellules de se multiplier trop rapidement. 
PTEN est retrouvée mutée dans un grand nombre de cancers, y compris des glioblastomes, 
des carcinomes du sein et de la prostate (Di and Pandolfi, 2000; Li et al., 1997). Le Knockout 
d'un allèle du gène PTEN chez la souris conduit à une augmentation de l’incidence 
d’apparition de tumeurs dans différents tissus (Podsypanina et al., 1999; Suzuki et al., 1998), 
et sa re-expression dans des lignées n’exprimant pas PTEN entraîne l'induction de l'apoptose 
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ou l'inhibition de la progression du cycle cellulaire, en fonction des types cellulaires analysés 
(Cantley and Neel, 1999). 
L’implication de PTEN dans la régulation de la sensibilité à l’insuline des cellules est 
maintenant claire. En effet, l’équipe de Nakashima a montré que la surexpression de PTEN 
par un adénovirus dans les adipocytes 3T3-L1 inhibe la signalisation insulinique (Nakashima 
et al., 2000) et que la diminution de l’expression de PTEN dans la même lignée par 
l’intermédiaire d’un RNAi améliore la phosphorylation de PKB/Akt par l’insuline et 
augmente le transport de glucose (Tang et al., 2005). De même, des études réalisées in vivo et 
in vitro dans le muscle squelettique de souris invalidées pour PTEN et dans des myotubes 
C2C12 démontrent un impact négatif de PTEN sur la sensibilité à l’insuline (Wijesekara et 
al., 2005). Enfin, une étude menée chez des souris dont un allèle de PTEN est invalidé (PTEN 
+/-) montre que ces animaux présentent une hypersensibilité à l’insuline et un transport de 
glucose amélioré (Wong et al., 2007). 
SHIP2 est une phosphatase lipidique qui hydrolyse le phosphate en position 5’ du cycle 
inositol de PIP3 (Damen et al., 1996; Lioubin et al., 1996) induisant ainsi une diminution des 
concentrations intracellulaires PIP3 (comme PTEN).  
SHIP est principalement exprimée dans des cellules hématopoïétiques, mais aussi dans les 
tissus insulino-sensibles (Rohrschneider et al., 2000). Son activité de déphosphorylation des 
PIP3 entraine l’inhibition de plusieurs voies de signalisation, y compris la voie  
PI3K/PKB/Akt (Aman et al, 1998; Bolland et al, 1998), et conduit à l'inhibition de la 
prolifération des cellules hématopoïétiques et de la survie cellulaire (Lioubin et al., 1996; Liu 
et al., 1997). La perte de l'expression de SHIP2 in vivo induit une activation importante de la 
PKB/Akt dans les mastocytes dérivés de la moelle osseuse en réponse à une stimulation par 
des cytokines (Liu et al., 1999a). 
Plusieurs études décrivent l’importance de SHIP2 comme régulateur négatif de la voie 
insulinique. En effet, l’équipe de Sasaoka a montré dans des myotubes L6 que SHIP2 inhibe 
la phosphorylation de la PKB/Akt (Sasaoka et al., 2001) et le groupe de ljuin et al. , via 
l’utilisation d’un siRNA dirigé contre SHIP2 dans les myotubes C2C12, a mis en évidence 
l’implication de cette phosphatase comme inhibitrice du transport de glucose insulino-stimulé 
(Ijuin and Takenawa, 2012). Le rôle de SHIP2 dans l’insulinorésistance a été confirmé par 
plusieurs équipes dans des adipocytes in vitro. Ainsi, l’inhibition de SHIP2  améliore la 
sensibilité à l’insuline (Sasaoka et al., 2006) et la surexpression de SHIP2 régule 
négativement les effets métaboliques de l’insuline (Wada et al., 2001).  
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L’implication de SHIP2 dans l’insulinorésistance aussi été démontrée in vivo. L’inhibition 
spécifique de SHIP dans le foie de souris diabétiques KKAy améliore leur sensibilité à 
l’insuline (Grempler et al., 2007). De même, Hori et coll ont montré que l’expression de 
SHIP2 est fortement augmentée dans les muscles et les adipocytes de souris insulino-
résistantes db/db (Hori et al., 2002). De plus, SHIP2 est retrouvé en abondance au niveau 
membranaire dans les cellules sensibles à l’insuline provenant des souris résistantes à l’action 
de l’hormone (Hori et al., 2002), facilitant surement l’accessibilité des PIP3 pour être 







b) Mécanismes insulino-indépendant  
Exercice 
Plusieurs travaux ont démontré que la stimulation du transport du glucose induite par la 
contraction musculaire (exercice) augmentait le contenu en GLUT4 de la membrane 
plasmique et des tubules-T des myofibres oxydatives et glycolytiques (Douen et al., 1989; 
Figure  5: Régulation négative de la signalisation insulinique 
Deux phosphatases, PTEN (phosphatase and tension homoloque) et SHIP2 (SH2-containing inositol 5’ -phosphatase-
2)  altèrent la voie  de signalisation insulinique en déphosphorylant sur deux sites différents le Phosphatidyl inositol-
3,4,5-triphosphate (PIP3) produit par la PI3K. 
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Hirshman et al., 1988; Roy and Marette, 1996). Depuis quelques années, des progrès 
considérables ont été réalisés pour clarifier les mécanismes intracellulaires par lesquels 
l'exercice ou la contraction musculaire activent le captage du glucose et la translocation de 
GLUT4 dans le muscle squelettique. Il est connu que les mécanismes régulant la contraction 
musculaire sont indépendants de ceux de l'insuline, puisque la contraction musculaire de 
muscles isolés stimule le transport du glucose en absence de l’hormone (Nesher et al., 1985; 
Ploug et al., 1984; Richter et al., 1985). En effet, et contrairement à l'insuline, la PI3K n'est 
pas impliquée dans la stimulation du transport du glucose et la translocation de GLUT4 en 
réponse à la contraction musculaire (Goodyear et al., 1995). 
Durant l’exercice, le captage de glucose dans le muscle squelettique augmente de 40 à 50 fois 
par rapport au transport basal, selon l’intensité et la durée de l’exercice (James et al., 1985; 
Katz et al., 1986). Le captage de glucose en réponse à l’exercice comprend trois étapes 
importantes pour l’absorption et l’oxydation du glucose : l’apport sanguin du glucose vers le 
muscle, la translocation des vésicules contenant GLUT4 vers la membrane plasmique et les 
tubules-T en réponse aux stimuli contraction/exercice (Douen et al., 1990a; Roy and Marette, 
1996; Kristiansen et al., 1996) et la phosphorylation irréversible du glucose en glucose-6-
phosphate par l’hexokinase (Rose and Richter, 2005).  
Brièvement, la signalisation moléculaire induite par la contraction musculaire est un 
phénomène complexe, et implique une grande variété de molécules comme l’AMP-activated 
protein kinase (AMPK), le calcium intracellulaire, ainsi que des protéines Rab, les PKC, les 
protéines SNARE et des composants du cytosquelette (Volchuk et al., 1994; Kristiansen et al., 
1996; Thong et al., 2005; Rose et al., 2009; Ralston et al., 1994).  Bien que, la régulation de 
l’absorption du glucose repose sur la translocation de GLUT4, elle dépend aussi du niveau 
d’expression du transporteur qui est augmenté en réponse à l’exercice (Richter and 
Hargreaves, 2013).  
Récemment, en réponse à l’exercice, il a été montré une implication des protéines TBC1D1 et 
TBC1D4 dans la stimulation de la translocation des vésicules GLUT4 à la membrane 
plasmique dans le muscle des rougeurs et de l’humain (Cartee, 2015). 
La libération de calcium provenant du réticulum endoplasmique est un événement central 
pour le processus en initiant ou facilitant l'activation de molécules de signalisation impliquées 
dans la stimulation du transport du glucose par la contraction musculaire. En effet, les 
isoformes classiques de protéine kinase C (PKC) sont activées en réponse à une augmentation 
de calcium et leur activation semble nécessaire à l’augmentation du transport de glucose 
induit par la contraction musculaire (Li et al., 2014b; Richter et al., 2001). Un autre candidat 
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est l’oxyde nitrique (NO). Des études ont montré qu’en inhibant la synthèse de NO en 
utilisant des inhibiteurs de la NO synthase (NOS), la stimulation du transport de glucose par 
l’exercice était inhibée (Balon and Nadler, 1997; Merry et al., 2010; Roberts et al., 1997). 
Lors de la contraction musculaire, l'augmentation accrue des besoins en énergie du muscle 
favorise l'utilisation d'ATP. À mesure que le muscle contracte, le ratio AMP/ATP augmente, 
induisant l’activation de l’AMPK. L'implication de l'AMPK dans la stimulation du transport 
du glucose induite par la contraction musculaire a été confirmée par une étude utilisant des 
souris transgéniques exprimant une forme dominante négative de la sous-unité α-2 de 
l'AMPK au niveau du muscle squelettique et cardiaque (Mu et al., 2001). En effet, chez ces 
souris, l'effet de la contraction musculaire in vivo et in vitro sur le captage du glucose est 
réduit de moitié dans les muscles EDL (Extensor digitorum longus) et soléaire (Mu et al., 
2001). 
En réponse à l’exercice, l’expression de GLUT4 est augmentée après hyperacétylation de 
l’histone localisé sur le promoteur du gène codant pour le transporteur par les facteurs de 
transcription HDAC4/5 (histone deacetylase) et MEF2 (myocyte enhancer factor-2) (Rose et 
al., 2006; Hardie, 2004; McGee, 2009). L’activation de cette voie est la conséquence d’une 
augmentation des concentrations de calcium intracellulaire et de l’activité de l’AMPK qui 
activent ces facteurs de transcription (Rose et al., 2006). 
 
La voie CBL-TC10 dépendante 
Des études ont suggéré que l'insuline pouvait aussi stimuler le transport du glucose par une 
autre voie de signalisation intracellulaire indépendante de la voie PI3K (Saltiel and Kahn, 
2001). Cette voie implique différents acteurs comme le proto-oncogène Cbl, la CAP (Cbl 
associated protein), l’APS (Cbl binding protein) et la TC10 (small G protein). Ce complexe 
protéique réside dans les cavéoles, particulièrement abondantes dans les adipocytes et les 
cellules musculaires (Saltiel and Pessin, 2003).  
La formation de ce complexe se déroule en plusieurs étapes. Le récepteur à l’insuline, activé 
par l’hormone, phosphoryle le résidu Tyr 618 d’APS, entrainant sa liaison avec Cbl et sa 
phosphorylation (Moodie et al., 1999). Cbl ainsi phosphorylé s’associe ensuite avec une 
protéine cible CAP qui se lie à la flotilline (protéine résidente des cavéoles) (Liu et al., 2003; 
Liu et al., 2002b), mais aussi à la protéine Crk qui se lie au facteur C3G (GDP-GTP exchange 
factor). Le C3G catalyse le transfert de GDP en GTP de la protéine TC10 (small G Protein, 
lipid raft associated), permettant l’activation de cette dernière.  
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Le complexe CAP/Cbl (Cbl-associated protein/proto-oncogen) et la protéine TC10 (small G 
protein) activés par l'insuline, contribuent ainsi à la translocation de GLUT4 et à la 
stimulation du transport du glucose dans les adipocytes (Baumann et al., 2000; Chiang et al., 
2001; Ribon and Saltiel, 1997; Watson et al., 2001).  
Néanmoins, l’utilisation de siRNA dirigés contre les acteurs de la voie Cbl/APS/TC10 dans 
les adipocytes et les cellules musculaires suggèrent que ces derniers acteurs ne sont pas 
nécessaire pour la stimulation de la translocation des transporteurs GLUT4 en réponse à 
l’insuline (JeBailey et al., 2004; Mitra et al., 2004). De plus, des souris chez lesquelles le gène 
codant pour Cbl a été supprimé présentent une action périphérique de l’insuline améliorée 
(Molero et al., 2004). Tous ces résultats semblent donc indiquer une absence d’implication de 
la voie Cbl/TC10 comme relayeur de la voie insulinique jusqu’aux transporteurs de glucose. 
 
II.2.2 Synthèse de glycogène 
Le glycogène est un homopolysaccharide ramifié (C6H10O5)n de la famille des glucides 
constitué de nombreuses unités de D-glucose. Il constitue une réserve importante de glucose 
stockée dans le foie et les muscles (Roach et al., 2012).  
La glycogénogenèse est la voie métabolique qui permet, dans le foie et le muscle, la synthèse 
de glycogène à partir du glucose pour mettre en réserve le glucose issu d'une alimentation 
riche en glucides. Pour la synthèse de glycogène, une molécule d’ATP est nécessaire pour 
incorporer une molécule de glucose dans la structure branchée du glycogène. Après un repas, 
les hépatocytes périportaux sont les premiers à être exposés au glucose de par leur 
localisation. Le transfert du glucose dans les hépatocytes est réalisé par le transporteur de 
glucose GLUT2. Dans la cellule, le glucose est phosphorylé en glucose-6-phosphate (G6P) 
par la glucokinase. La glucokinase hépatique a deux caractéristiques qui la différencient des 
autres hexokinases. D'une part, elle possède un Km élevé pour le glucose (12 mM), donc une 
faible affinité, et d'autre part, elle n'est pas inhibée par son produit, le G6P. De ce fait, le 
glucose extracellulaire et intracellulaire reste en quasi équilibre même en cas 
d'hyperglycémie. La phosphoglucomutase va isomériser le G6P en G1P (glucose-1-
phosphate), et le G1P est ensuite "activé" en UDP-glucose par l'UDP-glucose-phosphorylase 
en présence d'UTP. La glycogène synthase effectue des ajouts successifs d'unités UDP-
glucose, par des liaisons 1-4, sur une amorce de glycogène (oligosaccharide formé de 8 unités 




Dans le muscle, plusieurs études ont avancé que le contrôle principal de la synthèse de 
glycogène s'exerçait au niveau du transport et de la phosphorylation du glucose (Ren et al., 
1993; Roden, 2001). En effet, dans les cellules musculaires, une hexokinase (hexokinase II) 
de bas Km (0.02 mM), donc haute affinité, phosphoryle le glucose en G6P. Cette hexokinase 
est inhibée par son produit de réaction, le G6P. Ainsi, le glycogène reste faiblement concentré 
par cellule dans le muscle comparé au foie, mais compte tenu de l’importance musculaire 
dans l’organisme, le glycogène musculaire représente quand même deux tiers du glycogène 
total (figure 6). 









La synthèse et la dégradation du glycogène sont toutes les deux contrôlées hormonalement. 
Ainsi la glycogénogénèse est stimulée par l'insuline qui active une cascade de signalisation 
intracellulaire (voir plus haut) aboutissant à l'activation de la glycogène synthase (Sedaghat et 
al., 2002; Janssens and Maher, 1986). L’activité de la glycogène synthase est régulée par un 
système de phosphorylation/déphosporylation par la glycogène synthase kinase 3 (GSK3), 
Figure 6: Glycogenèse musculaire 
En période post prandiale, le glucose est transporté par les GLUT4 à l’intérieur de la cellule musculaire pour être 
stocké sous forme de glycogène. La glycogenèse musculaire comprend 4 phases: 
1-  L’hexokinase II phosphoryle le glucose pour donner le G6P. 
2-  La phosphoglucomutase isomérise  le G6P en G1P. 
3-  Le G1P est activé en UDP-glucose par l’UDP-glucose phosphorylase. 
4-  Les unités  UDP-glucose se lient à une amorce de glycogène par la glycogène synthase. 
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elle-même sous la régulation de la PKB/Akt (Welsh and Proud, 1993). La GSK3, 
constitutivement active en absence d’insuline, est une sérine/thréonine (Ser/Thr) kinase 
exprimée dans le cytosol, le noyau et les mitochondries de toutes les cellules eucaryotes. Il 
existe deux isoformes de la GSK-3 (GSK3α et GSK3ß) codées par deux gènes très 
homologues, gsk-3α et gsk-3β (Woodgett, 1990). Lors de la stimulation de l'insuline, les deux 
isoformes de la GSK3 (GSK3α et GSK3ß) sont phosphorylées sur un résidu sérine (la sérine 
21 pour la GSK3α et la sérine 9 pour la GSK3ß) par la PKB/Akt (Sutherland et al., 1993; 
Cross et al., 1995), conduisant à une diminution de leur activité, levant ainsi l’inhibition sur la 
glycogène synthase, qui est alors déphosphorylée et activée pour induire ainsi la synthèse de 
glycogène.  
En période de jeûne, ainsi que pendant la nuit, le foie hydrolyse le  glycogène (glycogénolyse) 
pour reformer du glucose. Si les réserves de glycogène viennent à s'épuiser (au bout de 
12 heures de jeûne chez l'homme), le foie utilise alors des protéines, du lactate (issus des 
muscles) ou du glycérol (issu des lipides) pour synthétiser du glucose, par la voie de la 
néoglucogenèse. Le glycogène est aussi utilisé par les muscles, où il est dégradé en glucose 
lors de l’effort musculaire. Contrairement au foie, le glucose ainsi produit par la cellule 
musculaire n’est pas relargué dans la circulation et ne peut donc pas être utilisé par d’autres 
tissus. 
La glycogénolyse est stimulée par le glucagon et l'adrénaline et est assurée majoritairement 
par une glucosidase de type amylase ainsi que par la glycogène phosphorylase (Ortmeyer, 
1997; Menendez et al., 1985; Janssens and Maher, 1986).  
La fixation de chacune des hormones (glucagon ou adrénaline) sur son récepteur membranaire 
spécifique entraîne l’activation d’une adénylate cyclase (adénylcyclase) membranaire : 
 L’adénylate cyclase activée catalyse, par hydrolyse de l’ATP, la formation de l’AMP 
            cyclique (AMPc), considéré comme un second messager. 
 L’AMPc se fixe sur une protéine kinase A (AMPc dépendante) et se combine à la 
sousunité régulatrice pour libérer la sous-unité catalytique (Protéine kinase A active). 
 La protéine kinase A (active) phosphoryle, en présence de l’ATP, la glycogène 
phosphorylase kinase qui devient active sous forme phosphorylée. 
  Enfin cette dernière phosphoryle la glycogène phosphorylase en la faisant passer à la 






II.2.3 Synthèse protéique 
Les protéines, dont le rôle est aussi bien structurel que métabolique, sont une composante 
essentielle du muscle pour assurer son remodelage permanent. La synthèse des protéines est 
l'acte par lequel une cellule assemble une chaîne protéique en combinant des acides aminés 
isolés présents dans son cytoplasme, guidé par l'information contenue dans l'ADN. Elle se 
déroule en deux étapes au moins : la transcription de l'ADN en ARN messager et la traduction 
de l'ARN messager en une protéine. 
L'insuline stimule l'absorption des acides aminés dans les cellules, inhibe la dégradation des 
protéines et favorise leur synthèse (Saltiel and Kahn, 2001). Dans des conditions basales, 
l'activité constitutive de la GSK3 conduit à la phosphorylation et à l'inhibition du facteur 
d'échange de guanine eIF2B qui régule l'initiation de la traduction des protéines. En réponse à 
un signal insulinique, l'inactivation de la GSK3 par la PKB/Akt favorise la synthèse des 
protéines et le stockage des acides aminés (Lizcano and Alessi, 2002). Plusieurs études 
soulignent le rôle crucial de mTOR comme régulateur de la synthèse des protéines (Gingras et 
al., 2001), mais aussi comme contrôleur de la transcription des protéines ribosomales, de la 
synthèse des ARN ribosomaux et des ARN de transfert (Hardwick et al., 1999; Powers and 
Walter, 1999). En présence des acides aminés, les deux cibles principales de mTOR sont 
régulées. mTOR phosphoryle et active la p70 ribosomal S6 kinase (p70S6K) pour initier la 
traduction protéique (Dennis et al., 1999), et phosphoryle et inhibe le  facteur d’inhibition de 
la traduction (4E-BP1) (Asnaghi et al., 2004), favorisant ainsi la synthèse protéique. 
 
II.2.4 Captage et métabolisme des acides gras. 
i) Structure et classification des acides gras. 
Les acides gras sont classés en deux groupes : les acides gras saturés et les acides gras 
insaturés. Les acides gras saturés à chaine courte (4 à 6 atomes de carbones comme l’acide 
butyrique) sont caractéristiques des acides gras qui composent le beurre. Les acides gras 
saturés à chaine longue (> à 16 carbones comme l’acide palmitique et l’acide stéarique) se 
retrouvent dans les tissus provenant d’animaux (graisse de porc, bovin, ovin). Les acides gras 
saturés ne renferment pas de double liaison dans leurs chaînes carbonées.  
Les acides gras mono-insaturés (acide oléique) possèdent une double liaison au niveau de leur 
chaîne carbonée et les acides gras polyinsaturés (linoléique et arachidonique) possèdent 
respectivement 3 et 4 doubles liaisons. Ces acides gras polyinsaturés sont dits essentiels ou 
indispensables car ils ne peuvent pas être synthétisés par l’organisme et doivent être apportés 
par l’alimentation; ils se trouvent dans le lait de la femme, les huiles de maïs et de tournesol. 
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Les acides gras polyinsaturés issus de l’alimentation ne peuvent pas franchir les membranes 
cellulaires et doivent donc être hydrolysés au préalable dans le duodénum par des enzymes 
pancréatiques comme la lipase pancréatique (PNLIP) associée à la co-lipase pancréatique 
(CLPS) (Leger, 1984). A l’entrée de l’intestin grêle, les différents lipides hydrolysés sont 
intégrés dans des particules appelées micelles mixtes. Les lipides contenus dans ces vésicules 
sont absorbés au niveau de la bordure en brosse des cellules de la paroi interne de l’intestin 
grêle (entérocytes) (Hofmann and Borgstrom, 1962). Ils sont ensuite pris en charge dans un 
autre type de vésicule de transport, les chylomicrons qui font partie de la famille des 
lipoprotéines et qui contiennent du cholestérol, des triglycérides et des protéines de type 
apoB-48, synthétisée dans l’entérocyte, et les apoA-I, apoA-II et apoA-IV. Le passage 
lymphatique des chylomicrons leur permet de capter l’apo E et l’apo CII.  Les lipoprotéines 
lipases, présentes à la surface des épithéliums vasculaires, au niveau du muscle strié 
squelettique, des glandes mammaires et surtout au niveau du tissu adipeux, hydrolysent les 
triglycérides en acides gras et glycérol.  
Au passage des chylomicrons, l’apo CII (cofacteur des LPL) stimule la LPL qui hydrolyse les 
triglycérides en acides gras et glycérol. La régulation des LPL est tissu dépendante. Par 
exemple, en post prandial, l’insuline active la LPL adipocytaire pour accélérer le captage des 
chylomicrons au  niveau du tissu adipeux. En parallèle, l’insuline inhibe l’expression de la 
LPL musculaire (Peinado-Onsurbe et al., 1992), cette dernière n’étant activée qu’en période 
de jeûne par le glucagon et l’adrénaline.  
L’hydrolyse des chylomicrons, associée à un enrichissement en apo E, transforme les 
chylomicrons en remnants (résidus de chylomicrons) qui sont captés par le foie grâce aux 
récepteurs de l’Apo E et de l’apo B  pour être dégradés par  des lipases hépatiques. 
Pour assurer la redistribution des lipides vers les autres tissus, un autre type de lipoprotéines, 
les VLDL (very low density lipoprotein), d’origine hépatique permettent ce transport  (Karpe 
et al., 1995). 
 
Une fois entrés dans les cellules via des transporteurs des lipides (voir plus bas), les acides 
gras sont activés pour être stockés en triacylglycérols dans des gouttelettes lipidiques, oxydés 
pour donner de l’énergie à la cellule, ou transformés en métabolites lipidiques importants pour 











ii) Captage et activation des acides gras  
Pour produire de l’ATP, le muscle squelettique a besoin d’oxyder les acides gras, notamment 
les acides gras à longue chaîne. En effet, ces derniers sont le substrat majeur de ce tissu, à la 
fois au repos et pendant l’exercice modéré (Romijn et al., 1993). Dans le muscle au repos, il a 
été montré que 90% du métabolisme des lipides provient d’acides gras exogènes, et seulement 
10% est dérivé des triacylglycérols endogènes (Dyck et al., 1997). Durant la contraction 
musculaire, l’absorption des acides gras à chaîne longue est fortement augmentée (Gorski and 
Bonen, 1997; Dyck et al., 1997).  
Selon la longueur de leur chaîne, les acides gras entrent dans les cellules musculaires par 
diffusion passive (chaîne courte C< 8 et moyenne C> 8 et C< 12) ou par l’intermédiaire d’une 
protéine de transport (chaînes longues C>12 et C<20, chaines très longues C>20).  
Figure  7: Métabolisme des acides gras  dans la cellule musculaire 
Les acides gras entrent dans la cellule via le transporteur FAT/CD36 et sont activés en acides gras acyl-CoA par l’acyl-
CoA synthétase. Ils sont ensuite oxydés pour donner de l’énergie à la cellule, estérifiés en triacylglycérols et stockés 




Les transporteurs des acides gras à chaînes longues sont des translocases des acides gras  
(FAT/CD36) et des protéines liant les acides gras associées à la membrane plasmique (FABP1 
et 4) (Holloway et al., 2008; Storch and Thumser, 2010).  
L’expression de FAT/CD36 est importante dans les tissus ayant une capacité métabolique 
élevée pour les acides gras comme le tissu adipeux, le cœur et les muscles squelettiques 
(Abumrad et al., 1993). Dans les cellules musculaires, l’expression de FAT/CD36 est plus 
abondante dans les fibres de type I, et est encore augmentée lors d’une stimulation musculaire 
lors de la contraction, concomitante à une augmentation du transport des acides gras à 
l’intérieur des cellules (Jeppesen et al., 2011).  
Les acides gras à chaîne très longue sont transportés par des transporteurs spécifiques, FATP1 
et FATP4 (Gimeno, 2007; Glatz et al., 2010). FATP1 et FATP4 sont exprimés de façon 
importante dans le cerveau (Fitscher et al., 1998). FATP4, toujours localisé au niveau du RE, 
est seul FATP, est exprimé au niveau de l’intestin grêle et est ainsi responsable de 
l’absorption des lipides nutritionnels à chaîne très longue (Milger et al., 2006). FATP1 est un 
transporteur insulino-sensible, et est exprimé majoritairement au niveau de la membrane 
plasmique dans les adipocytes et les muscles squelettiques. Il a été montré comme étant 
impliqué dans l’obésité induite par le régime riche en graisse, puisque des souris FATP1 KO 
ne stockent plus les lipides au niveau des adipocytes et des cellules musculaires et ces souris 
sont protégées de l’insulinorésistance induite par le régime gras. (Lobo and Bernlohr, 2007; 
Wu et al., 2006).  
Parallèlement à leur expression au niveau de la membrane plasmique, les transporteurs 
FAT/CD36 et FATP1 sont aussi exprimés au niveau mitochondrial dans les muscles de rat et 
humains, permettant ainsi d’augmenter la capacité des mitochondries à oxyder les acides gras 
à chaînes longues et à produire plus d’énergie  durant l’exercice physique (Benton et al., 
2008; Bezaire et al., 2006; Holloway et al., 2009; Benton et al., 2004; Campbell et al., 2004; 
Sebastian et al., 2009).  
Une fois dans la cellule, les acides gras qui sont insolubles se lient à deux types de 
transporteurs comme la fatty acid binding protein cytoplasmique (FABPc) ou des protéines 
liant l’acyl-CoA (Acyl-CoA Protein Binding, ACBP). 
 
iii) Activation des acides gras dans le cytosol 
Pour être métabolisés, les acides gras sont activés en acyl-CoA via les acyl-CoA synthétase 
(Watt and Hoy, 2012). Les acyl-CoA synthétases sont des enzymes liées à la membrane 
plasmique, classées en quatre groupes selon la taille des acides gras qu’elles utilisent. 
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Différents isoformes d’acyl-CoA synthétase catalysent le couplage des acides gras avec le 
coenzyme A (en utilisant de l’ATP), processus nécessaire pour envoyer les acides gras vers la 
mitochondrie pour y être oxydé ou vers la biosynthèse de lipides neutres et membranaires. Ce 
sont les isoformes d’acyl-CoA synthétases 1, 4 et 6 qui sont exprimés dans les cellules 
musculaires (Mashek et al., 2006). Cependant, les FATP1 et 4 possèdent eux aussi une 
activité acyl-CoA synthétase dont les cibles sont les acides gras à longue et très longue chaîne 
(Watt and Hoy, 2012). Des études génétiques ont montré que ces deux enzymes modulent 
l’activité de l’acyl-CoA synthétase dans le muscle  (Digel et al., 2011; Kim et al., 2004). 
 
iv) Régulation de la β-oxydation mitochondriale  
Au repos, environ 25% des acides gras entrés dans la cellule sont oxydés (Dyck and Bonen, 
1998). Ce pourcentage est augmenté dans des situations de jeûne (Bessesen et al., 2000), et 
lors de la contraction musculaire (Dyck and Bonen, 1998).  
A l’opposé, l’insuline diminue l’oxydation des acides gras en inhibant leur entrée dans la 
mitochondrie (voir plus bas).  
Les facteurs limitant l’oxydation sont multiples: un excès d’acides gras, la nature des acides 
gras (les saturés sont moins oxydés que les insaturés) (Lambert and Parks, 2012), la nature des 
fibres musculaires (oxydatives ou glycolytiques), la longueur de la chaîne des acides gras 
(Holloway et al., 2008) et le besoin énergétique des muscles.  
L’oxydation des acides gras s’opère à l’intérieur des mitochondries qui sont les centres de 
production d’énergie dans les cellules. Dans un premier temps, il y conversion des acyl-CoA à 
longue chaîne en acylcarnitine par l’ajout d’un résidu carnitine au groupe acyl via la Carnitine 
palmitoyltransferase 1 (CPT1). Les cellules de mammifères expriment trois isoformes de 
CPT1. L'isoforme hépatique (CPT1A), l'isoforme musculaire (CPT1B), et un troisième 
isoforme de CPT1 (CPT1C), principalement exprimé dans le cerveau et les testicules 
(Schreurs et al., 2010). La CPT1 est localisée au niveau de la surface externe de la membrane 
mitochondriale, et joue un rôle majeur dans la régulation de l’absorption des acides gras 
(Lopaschuk et al., 2010). Elle catalyse l’étape d’engagement de l’acide gras dans le 
métabolisme énergétique : c’est donc une enzyme-clé de la β oxydation.  
Ensuite, un transporteur appelé acylcarnitine translocase (CAT) transporte les acylcarnitines 
de la membrane externe vers la membrane interne de la membrane de la mitochondrie.  
Une fois que les acide gras sont à l’intérieur de la mitochondrie, et afin d’être métabolisés 
pour produire de l’énergie, la carnitine palmitoyltransférase (CPT2) localisée dans la 
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membrane interne de la mitochondrie, re-convertit l'acyl-carnitine en acyl-CoA qui rejoint 
alors la β-oxydation dans la matrice mitochondriale.  
En période d’hyperglycémie, l’acétyl-CoA carcoxylase (ACC) catalyse l’activation de 
l’acétyl-CoA produit par la glycolyse en malonyl-CoA, intermédiaire métabolique de la 
synthèse des acides gras. Des études ont montré que les concentrations de malonyl-CoA sont 
inversement corrélées avec la β-oxydation des acides gras (Lopaschuk et al., 2010). En fait, le 
malonyl-CoA se lie allostériquement à la CPT-1, inhibant ainsi son activité et ainsi le transfert 
des acides gras dans la mitochondrie (McGarry, 2001). Dans les tissus tels que le tissu 
adipeux et le foie, le malonyl-CoA est le premier intermédiaire de la synthèse des acides gras 
à longue chaine. Le malonyl-CoA a aussi été détecté dans les muscles squelettiques, et bien 
que son niveau d’expression soit bien inférieur à celui retrouvé dans les tissus lipogéniques 
(adipeux et foie), il a été montré que la CPT1 est beaucoup plus sensible au malonyl-CoA 
dans les muscles squelettiques que dans le foie (Dyck et al., 2001; Lloyd et al., 1986). Il 
semble donc le malonyl-CoA joue un rôle très important dans la régulation de l’oxydation des 
acides gras dans le muscle. 
Chez les mammifères, deux isofomes d’ACC sont exprimés, l’ACC1 et l’ACC2 qui différent 
de par leur distribution tissulaire et leur fonction. L’ACC1 se trouve dans le cytoplasme de 
toutes les cellules mais est exprimée fortement dans les tissus lipogéniques où la synthèse des 
acides gras est importante (Kim and Freake, 1996). Dans les tissus oxydatifs, comme les 
muscles squelettiques et le cœur, l’expression de l’ACC2 est plus importante. Dans le foie, où 
aussi bien la synthèse que l’oxydation des acides gras est importante, les deux isoformes sont 
exprimés à des niveaux similaires (Nakamuta et al., 2005). Les différences de distribution 
tissulaire indiquent que l’ACC1 régule de la synthèse des acides gras alors que l’ACC2 régule 
l’oxydation des acides gras (Schreurs et al., 2010). 
 L’expression des isoformes de la CPT s’opère aussi à un niveau transcriptionnel via les 
facteurs de transcription PPARα et PPARβ (peroxisomal proliferator-activated receptor alpha 
et beta). En réponse à des ligands hydrophobes comme les acides gras et leurs dérivés, les 
récepteurs nucléaires, PPAR s’héterodimérisent avec le RXR (retinoide X receptor) et se lient 
à des régions spécifiques de l’ADN des gènes cibles pour initier ou inhiber leur transcription 
(P. Lefebvre, 2006).  
Le facteur PPARβ est ubiquitaire et est le plus abondant parmi la famille des PPAR dans le 
muscle squelettique  (Ehrenborg &Krook, 2009; Staiger et al., 2009). L’expression de PPARβ  
est plus importante dans les fibres musculaires oxydatives de type I que dans les fibres 
glycolytiques de type II (Wang et al., 2004) et pourrait partiellement relayer les adaptations 
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positives du muscle squelettique durant l’exercice physique  (Fritz et al., 2006; Luquet et al., 
2003). L’activation de PPARβ par des ligands hydrophobes diminue l’hyperglycémie, 
l’insulinorésistance et la dyslipidémie chez les animaux (Leibowitz et al., 2000; Oliver Jr et 
al., 2001; Tanaka et al., 2003;Wang et al., 2004) et chez l’homme  (Bays et al., 2011;Riserus 
et al., 2008). Cependant, d’autres études montrent une réduction du transport de glucose dans 
le muscle squelettique via l’activation du PPARβ (Brunmair et al., 2006; Cresser et al., 2010).  
Le facteur PPARα est exprimé dans les tissues périphériques ayant un métabolisme lipidique 
élevés comme le foie et le muscle squelettique, et son activation stimule l’oxydation des 
acides gras et diminue les concentrations circulantes des triglycérides (S. Mandard 2004 ; N. 
Takahashi,2009). Durant l’exercice, et comme PPARβ, PPARα avec son corégulateur PGC1α 
(peroxisomal proliferator-activated receptor gamma coactivator-1α), stimulent l’expression 
des  gènes de transport des acides gras comme FATP et FAT/CD36, ainsi que le gène de la 
CPT1 (Napal et al., 2003; Moore et al., 2003)  (figure 8). Ainsi, les agonistes synthétiques de 
PPARα comme les fibrates ont des effets hypolipidémiques chez l’humain et les rongeurs (K. 
















La β-oxydation des acides gras insaturés pose un problème particulier dû à la présence 
éventuelle d'une ou de plusieurs doubles liaisons mal positionnées empêchant la formation 
d'une double liaison trans-Δ2 par l'acyl-CoA déshydrogénase. Ainsi, la dégradation des acides 
gras insaturés nécessitent deux enzymes supplémentaires: une réductase (2,4-diénoyl-
Figure  8: Régulation de la  β oxydation 
La CPT1 et la CPT2 facilitent l’entrée de l’acyl-CoA sous forme d’acylcarnitine entre les 2 membranes mitochondriaux. Une fois 
dedans, l’acyl-CoA est oxydé en acétyl-CoA. 
 Le glucose via son métabolite l’acétyl-CoA, régule négativement la β oxydation en produisant du malonyl CoA, qui se lie 
allostériquement à la CPT1 en bloquant par la suite son activité. 
 L’exercice via l’AMPK stimule la β oxydation, en inhibant la formation du malonyl CoA (via l’inhibition de de l’acétyl-
CoA carboxylase, ACC) d’un côté, et en stimulant la transcription des gènes mitochondriaux d’un autre côté. 
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coenzyme A réductase), et une isomérase (Dodécénoyl-coenzyme A isomérase) (Hiltunen et 
al., 1986; Partanen et al., 2004). 
La dégradation complète de l’acide gras se poursuit jusqu’à ce que la chaîne carbonée soit 
complètement découpée en molécules d’acétyl-CoA : c’est un processus qu’on appelle hélice 
de Lynen. Chaque tour d’hélice raccourcit l’acyl-CoA de deux atomes de carbone et libère 
une molécule d’acétyl-CoA, une molécule de FADH2 et une molécule de NADH. Cette 
dégradation intervient par des oxydations sur les carbones β successifs, d’où le terme β-
oxydation.  
 
v) Estérification des acides gras 
Les acides gras activés et non oxydés, sont transportés majoritairement dans le réticulum 
endoplasmique (RE) afin d’y être estérifiés en triacylglycérols (TAG). Les TAG synthétisés 
sont stockés dans des gouttelettes lipidiques localisées proche du RE et des mitochondries 
(Shaw et al., 2008). En cas de stimulation musculaire, les TAG intramusculaires sont 
hydrolysés pour redonner des acides gras qui seront ensuite oxydés. Il est intéressant de noter 
que l’énergie d’un muscle comme le muscle soléaire du rat en période d’exercice vient 
majoritairement  de l’hydrolyse des TAG intramusculaires (75%) (Dyck and Bonen, 1998). 
 
vi) Voie de synthèse des triacylglycérols 
La biosynthèse des triacylglycérols (TAG) débute dans le RE par l’acylation séquentielle du 
glycérol-3-phosphate par un acide gras acyl-CoA. L’étape est catalysée par la glycérol-3-
phosphate acyltransférase (GPAT) pour former l’acide lysophosphatidique (LPA).  
Le LPA est ensuite acylé à nouveau par la 1-acylglycerol-3-phosphate acyltransférase 
(AGPAT) pour produire  de l’acide phosphatidique (PA). Il est important de noter que la 
GPAT et la AGPAT possèdent deux isoformes, l’un étant mitochondrial et l’autre 
microsomal. Dans les deux cas, les deux premières réactions conduisent à la production de 
PA, que ce soit dans le RE ou au niveau de la mitochondrie (Coleman and Mashek, 2011). 
Le PA est ensuite transformé en diacylglycérol via l’acide phosphatidique phosphatase (PAP, 
aussi appelée lipine).  
Enfin, la dernière estérification s’effectue via l’acyltransférase DAG (DGAT) pour produire 
un TAG. Il existe deux isoformes de DGAT : la DGAT1 qui est exprimés dans le muscle 
squelettique, les glandes mammaires  et le tissu adipeux, et la DGAT2 qui est exprimés dans 
le foie, le tissu adipeux et le cœur (Coleman and Mashek, 2011).  
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Les TAG ainsi synthétisés sont ensuite stockés dans des gouttelettes lipidiques afin d’être 
utilisé comme réserve énergétique dans des situations de jeûne ou d’exercice. 
 
vii) Synthèse des sphingolipides 
Les sphingolipides sont des molécules ubiquitaires indispensables pour le maintien et le 
développement des organismes vivants. Ils ne sont pas répartis uniformément dans les 
membranes mais regroupés sous forme de microdomaines lipidiques appelés radeaux 
lipidiques ou rafts. On a longtemps pensé que les sphingolipides avaient uniquement un rôle 
structural. On sait maintenant qu’ils jouent aussi un rôle de récepteur et de seconds messagers 
(intervenant dans des fonctions majeures de la vie cellulaire) et que de nombreuses maladies 
génétiques (sphingolipidoses) s’expliquent par un dysfonctionnement de leur métabolisme. La 
voie de biosynthèse des sphingolipides à partir des AG est constituée à partir d’un réseau 
complexe de réactions de synthèse et de dégradation. Les céramides sont des intermédiaires 
sphingolipidiques clefs servant de squelette pour la production de nombreux autres produits 
sphingolipidiques comme les glucosylcéramides, le céramide-1-phosphate, la sphingosine-1-
phosphate et les sphingomyélines (Kitatani et al., 2008; Wennekes et al., 2009). 
Des études ont placés les sphingolipides, et plus particulièrement les céramides, la 
sphingosine et la sphingosine-1-phosphate, au centre de nombreux processus biologiques en 
montrant, en plus de leur rôle structural, leur participation à la transduction de signaux en 
réponse à différents stimuli liés au stress, à la formation et à la régulation de radeaux 
lipidiques membranaires et à l'induction de l'apoptose, la différenciation et la régulation de la 
croissance cellulaire (Perry and Hannun, 1998).  
Les sphingolipides tiennent leur nom du sphinx de la mythologie grecque. Ce sont des 
composés amphiphiles avec une queue hydrophobe et une tête polaire hydrophile, directement 
responsables de leurs propriétés. Les sphingolipides ont une grande diversité de structure et de 
fonction, mais dérivent tous d’une base sphingoïde, un amino-alcool insaturé de 18 carbones. 
Chez les vertébrés, la base sphingoïde est majoritairement la sphingosine ou la sphinganine 
(dihydrosphingosine), tandis que chez les plantes on trouve des composés plus variés, avec 
une base sphingoïde à 20 carbones (Desai et al., 2002). La connaissance du métabolisme des 
sphingolipides a progressé grâce à l’identification des différentes enzymes impliquées dans 
leur biosynthèse (Hannun and Luberto, 2004; Huitema et al., 2004; Marchesini and Hannun, 
2004). 




 voie de synthèse de novo initiée par la condensation de la sérine et du palmitoyl-CoA 
et conduisant, par une cascade de réactions enzymatiques, à la formation de 
céramides dans le RE. 
 
 Voie de recyclage ou de sauvetage dans les lysosomes qui utilise les sphingolipides 
complexes (sphingomyélines, glycosphingolipides) pour donner de la sphingosine, 
ensuite réacylée pour former des céramides. 
 
 Voie « sphingomyélinase» où les sphingomyélines (SM) sont hydrolysées par des 











Figure 9: Voies de synthèse des céramides 
Les céramides peuvent être produits par 3 voies différentes: 
1) Voie de synthèse de novo des céramides qui s’effectue au niveau du RE, à partir du palmitoyl-CoA 
2) Voie de recyclage où les sphingolipides complexes comme les sphingomyélines et les glycosphingolipides 
sont dégradés dans le lysosome pour donner la sphingosine. Celle-ci est ensuite réacylée pour donner les 
céramides. 




a)  Voie de novo 
Dans des conditions de pléthore lipidique, la voie de novo semble être la voie majoritaire pour 
la synthèse des céramides. La première étape de la voie de novo s’effectue au niveau du RE 
(Futerman and Riezman, 2005; Futerman, 2006) et est catalysée par la Sérine-Palmitoyl-
Transférase (SPT), décrite comme un hétérotrimère composé des sous-unités LCB1, LCB2 et 
LCB3 (Long chain bases 1, 2 et 3). L’association de LCB3 avec l’une des deux autres sous-
unités produit préférentiellement une base sphingoïde en C16 à partir de myristate en quantité 
minoritaire (Hornemann et al. 2009), alors que le complexe formé à partir de LCB1 et LCB2 
produit une base sphingoïde en C18. La SPT appartient à la famille des oxoamine-synthases 
qui utilise le pyridoxal-phosphate comme cofacteur (Hanada, 2003). La SPT est ubiquitaire et 
son activité a été détectée dans tous les tissus, notamment dans le cerveau, les poumons, le 
foie, les reins, et les muscles (Merrill, Jr. et al., 1985). L’absence d’une sous-unité est létale au 
stade embryonnaire tandis que les individus hétérozygotes pour les mutations de ces sous-
unités ont des niveaux d’expression de sphingolipides plasmatiques et cellulaires très affectés 
(Merrill, Jr., 2002; Hojjati et al., 2005).  
La 3-cétosphinganine formée par la SPT à partir de la L-sérine et du palmitoyl-coA, est 
ensuite réduite par une cétosphinganine réductase pour former la sphinganine ou la 
dihydrosphingosine.  
La troisième étape consiste à l’attachement d’un acide gras pour générer le dihydrocéramide 
par une céramide synthase (CerS). Chez les mammifères, six isoformes de CerS sont exprimés 
et sont nommés CerS1 à CerS6. Ils catalysent la même réaction chimique, mais ont des 
spécificités pour la longueur de la chaîne d’acyl-CoA rajoutée par N-acylation (Mullen et al., 
2012).  Les isoformes de CerS sont responsables de la composition de céramides en acide 
gras. D’une manière intéressante, les fonctions cellulaires de céramides sont basées sur la 
longueur de leurs chaînes acyl-CoA (Hartmann et al., 2012; Hannun and Obeid, 2011)  
La dernière réaction est catalysée par une dihydrocéramide désaturase pour donner des 













Les céramides et leurs dérivés sphingolipidiques jouent un rôle majeur comme seconds 
messagers lipidiques, en particulier dans l’arrêt du cycle cellulaire et l’apoptose (Spiegel and 
Merrill, Jr., 1996). Cependant, les réponses cellulaires induites par les céramides dépendent 
grandement de leur localisation subcellulaire. Parce que les céramides sont synthétisés 
majoritairement de novo dans le RE et sont convertis en sphingomyélines (SM) et en 
glucosylcéramides (GlcCer) au niveau de l'appareil de Golgi (Hanada et al., 2003) le transport 
intracellulaire des céramides du RE vers le Golgi implique l’existence de transporteurs 
spécifiques impliquant à la fois des mécanismes indépendants et dépendants de l'ATP. Les 
céramides arrivés sur la face cis du Golgi produiront des glucosylcéramides (GLCcer) via la 
glucosylcéramide synthase (Ichikawa and Hirabayashi, 1998), alors que les céramides 
Figure  10: Voie de biosynthèse de novo des céramides 
 Les acides gras saturés (palmitate) sont activés acyl-CoA dans le cytoplasme et transformés en céramides 
par la voie de biosynthèse de novo qui se tient dans le réticulum endoplasmique (RE). Cette dernière se déroule en 
plusieurs étapes clefs: 
1) Le palmitoyl-CoA se condense à la L-sérine pour donner la 3-cétosphinganine (étape catalysée par la 
sérine palmitoyl transférase). 
2)  La 3-cétosphinganine réductase réduit la 3-cétosphinganine en sphinganine.  
3)  La sphinganine est acétylée par les céramides synthase pour donner des  dihydrocéramides. 
4) La dihydrocéramide désaturase convertit les dihydrocéramides en céramides. 
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transportés vers la face trans du Golgi seront ensuite transformées en sphingomyéline via la 
sphingomyéline synthase 1 (SMS1) (Yamaoka et al., 2004). Il faut noter qu’il existe deux 
isoformes de SMS, SMS1 qui est localisé dans le Golgi (Yamaoka et al., 2004), et SMS2 
localisé au niveau de la membrane plasmique des cellules (Tafesse et al., 2007). 
 
 Transport vésiculaire  
Les céramides destinés à être métabolisés en glucosylcéramides au niveau de la face cis de 
l’appareil de Golgi (situé en aval du RE), sont transportés via un transporteur vésiculaire ATP 
indépendant (Futerman and Pagano, 1991; Jeckel et al., 1992) (figure 11).  
Les vésicules de transport sont créées à la surface du RE via un assemblage protéique qui a 
pour rôle d’induire la courbure de la membrane du RE, de concentrer la charge lipidique ou 
protéique dans la vésicule naissante et de détacher la vésicule de la membrane cytoplasmique. 
Cet assemblage qui s’appelle COPII coat est formé de 5 protéines: Sar1, Sec13, Sec23, Sec24 
et Sec31 (Barlowe et al., 1994; Barlowe, 2002; Matsuoka et al., 1998; Miller et al., 2003; 
Mossessova et al., 2003). 
Ce transporteur  assure principalement le transport des céramides à longue chaîne (> C20) et 
n'a pas été bien caractérisé. Plusieurs études ont montré l’implication de protéines kinases 
dans la régulation de ce transport (Aridor and Balch, 2000; Lee and Linstedt, 2000). Le 
groupe de Guissani a montré que l’activité de ce transporteur est régulée positivement par la 
voie PI3K dans les cellules gliales C6 (Giussani et al., 2008). En effet, l’inhibition de la PI3K, 
constutivement active dans ce type cellulaire par l’intermédiaire de la Wortmannine ou le LY-
294002, inhibe le transport vésiculaire des céramides et la concentration de glucosylcéramides 
synthétisés dans l’appareil de Golgi (Giussani et al., 2008). 
 
 Transport non-vésiculaire  
Le transport des céramides vers la face trans de l’appareil de Golgi (tournée vers le 
cytoplasme), pour y être transformé en sphingomyélines est effectué par un transporteur non-













CERT est une protéine hydrophile, composée de 3 parties distinctes : Une région N-terminale 
de 120 acides aminés (aa) comprenant un domaine PH (Raya et al., 1999; Raya et al., 2000), 
une région C-terminale START (carboxy (C)-terminal steroidogenic acute regulatory (StAR)-
related lipid transfer) de 230 aa (Ponting and Aravind, 1999), les deux connectés par une 
région centrale de 250 aa contenant un motif FFAT (two phenylalanines in an acidic tract) et 
un motif riche en sérine (décrit plus bas). 
CERT est exprimée sous 2 isoformes : une forme longue CERTL de 72 kDa (GPBDP, 
Goodpasture antigen-binding protein) et une forme épissée GPBP∆26  de 68 kDa (tronquée 
du motif riche en sérine) (figure 12). Les 2 isoformes ont une activité de transport des 
céramides observée in vitro et in vivo (Fukasawa et al., 1999) et sont exprimés 
majoritairement dans les muscles striés, le cerveau et minoritairement au niveau du placenta, 
les poumons et le foie (Raya et al., 1999). De plus, la forme courte GPBP∆26  est beaucoup 
plus exprimée que la forme longue CERTL dans le rein, le pancréas et dans des lignées de 
cellules cancéreuses (Raya et al., 1999). 
Figure  11: Différents types de transport  des céramides 
Les céramides sont transportés du RE au golgi via 2 types de transporteurs: 
  Un transporteur vésiculaire assurant le transport des céramides à chaine carbonnée très longue (>20) vers 
la face cis du golgi pour donner des glucosylcéramides. 
  Un transporteur protéique « CERT » assurant le transport des céramides –C14,-C16,-C18, et -C20 vers la 
face trans du golgi pour être transformés en sphingomyéline. 
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Le domaine PH se lie spécifiquement au phosphatidylinositol 4-phosphate (PI4P) présent 
principalement au niveau de la face trans du Golgi (Levine and Munro, 2002; Godi et al., 
2004; Hanada et al., 2007a). 
Le domaine START se lie stéréospécifiquement avec un rapport 1 :1 aux céramides -C14, -
C16, -C18 et -C20, mais ne transporte pas les céramides à plus longue chaîne, ni la 
sphingosine, ni la sphingomyéline  (Kumagai et al., 2005; Hanada et al., 2007a). CERT peut 
aussi catalyser le transport inter-membranaire d’autres isoformes de céramides comme les 
C16-hydrocéramides, et les C16-phytocéramides, mais aussi le cholestérol et la 
phosphatidylcholine. 
Le domaine FFAT de CERT est un petit motif peptidique dont la séquence conservée est 
EFFDAxE et qui interagit avec la protéine membranaire résidente du RE appelée VAP. VAP 
co-immonoprécipite avec CERT et la mutation de son domaine de liaison avec CERT inhibe 
le transport des céramides du RE vers le Golgi (Kawano et al., 2006; Hanada et al., 2009). Le 
domaine START liant les céramides, le domaine PH se liant au Golgi et le motif FFAT 
interagissant avec le RE, sont tous indispensables pour un transport efficace de céramides du 



















 Régulation de CERT 
La régulation de l’activité de CERT a été décrite par le groupe d’Hanada qui a montré que 
l’hyperphosphorylation du résidu sérine 132 (S132) du motif riche en sérine de CERT dans 
certaines conditions de stress par la protéine kinase D (PKD) inhibe l’activité de CERT en 
réduisant son affinité pour le PI4P localisé au niveau du Golgi (Kumagai et al., 2007). Ce 
groupe a aussi montré que la substitution de la Sérine 132 de CERT par une Alanine (S132A) 
empêche l’hyperphosphorylation de CERT et parallèlement améliore le transport des 
céramides du RE vers le Golgi (Kumagai et al., 2007).  
La PKD contient deux domaines riches en cystéines qui lient les DAG, un domaine PH qui 
remplit une fonction auto-inhibitrice, ainsi qu’un domaine kinasique. La PKD est activée, 
entre autre, par phosphorylation de son résidu Sérine 960 en réponse à différents stress 
(Franz-Wachtel et al., 2012). Cette kinase régule divers processus cellulaires tels que la 
prolifération et la survie cellulaire, le trafic vésiculaire, et certaines réponses cellulaires 
Figure  12: Isoformes du transporteur CERT 
Il existe 2 isoformes du transporteur CERT: 
  CERT L: formé de 642 a.a., contient un domaine PH, un domaine START, un domaine riche en FFAT et 
une région riche en sérine. 
  CERT court: formé de 598 a.a, tronqué de la région riche en sérine. 
Le domaine PH sert à la liaison de CERT avec les PI4P  de la membrane du golgi. 
Le domaine START transporte les céramides du RE vers le golgi 
Le  domaine FFAT de CERT se lie aux protéines VAP du RE. 
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immunitaires (Wakana et al., 2012). Un certain nombre de substrats de la PKD ont été 
identifiés, comme la protéine neuronale Kidins220 (Iglesias et al., 2000), l'effecteur Rin1 
(Wang et al., 2002), les désacétylases de classe II HDAC 5 (Vega et al., 2004) et 7 (Dequiedt 
et al., 2005), la kinase PI4KIIIβ (Hausser et al., 2005), et CERT (Hanada et al., 2009).  
L’action de la PKD sur CERT est double et dépend des quantités de céramides synthétisées de 
novo au niveau du RE. D’un côté, les DAG produits lors de la conversion des céramides en 
sphingomyéline activent la PKD qui stimule la synthèse de PI4P au niveau du Golgi via 
l’activation de la kinase PI4KIIIβ, contribuant au recrutement de CERT vers le Golgi. 
A l’opposé, quand trop de céramides sont transportés dans le Golgi et quand trop de 
sphingomyélines sont produites, la PKD phosphoryle directement CERT et régule 
négativement son activité de transport du RE vers le Golgi, empêchant ainsi les céramides de 
s’accumuler dans le Golgi (Fugmann et al., 2007a; Nhek et al., 2010). 
Il est important de noter que CERT peut aussi être régulé au niveau de son expression. En 
effet, une étude récente a montré qu’un stress pro-apoptotique induit par le TNFα pouvait 
induire un désassemblage du Golgi et le clivage de CERT par différentes caspases (2, 3 et 9), 
conduisant ainsi à une réduction du trafic des céramides du RE vers le Golgi (Chandran and 
Machamer, 2012a).  
 
b) Voie de recyclage 
La voie de recyclage des bases sphingoïdes à longues chaînes menant vers la régénération des 
sphingolipides, constitue entre 50% et 90% de la biosynthèse des sphingolipides (Gillard et 
al., 1998; Tettamanti et al., 2003). Ceci suggère un rôle crucial de cette voie dans la 
biosynthèse/recyclage des sphingolipides, et une implication importante dans la signalisation 
cellulaire. 
La dégradation constitutive des sphingolipides complexes et des glycosphingolipides (Riboni 
et al., 1997; Kolter and Sandhoff, 2005) prend place dans des compartiments subcellulaires 
acides que sont les endosomes et les lysosomes (figure 10). Dans le cas des 
glycosphingolipides, des exohydrolases (acide β-glucosidase) libèrent les unités de 
monosaccharides pour générer des céramides. De même, les sphingomyélines se trouvant 
dans les lysosomes sont reconvertis en céramides via des Sphingomyélinases acides (aSMase) 
(Riboni et al., 1994). Le produit métabolique commun de ces dégradations (les céramides) 
peut ensuite être hydrolysé par des céramidases acides pour donner de la sphingosine et des 
acides gras libres capables (au contraire des céramides) de sortir des lysosomes (Riboni et al., 
1998; Chatelut et al., 1998).  
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La sphingosine et les acides gras libres libérés du lysosome peuvent ensuite entrer dans la 
voie de biosynthèse des céramides et/ou de la S1P (sphingosine-1-phosphate) pour y être 
métabolisé (Olivera and Spiegel, 2001; Baumruker et al., 2005). En effet, la voie de recyclage 
réutilise la sphingosine formée pour générer des céramides via  les céramides synthases 
(CerS) (Smith and Merrill, Jr., 1995).  
 
c) Voie des sphingomyélinases 
La sphingomyéline est le sphingolipide complexe le plus abondant dans les cellules (chez 
l’homme, la sphingomyéline représente 85% de tous les sphingolipides). Par conséquent, le 
métabolisme coordonné de ce lipide est essentiel pour le maintien de l'homéostasie 
membranaire. La dégradation de la sphingomyéline se produit par l’intermédiaire d’une 
famille de sphingomyélinases neutres (nSMase) qui hydrolysent le résidu phosphocholine 
pour libérer des céramides (figure 10). Il existe 3 isoformes de nSMase (nSMase 1, nSMase2, 
et nSMase 3) présents dans le feuillet externe de la membrane plasmique (Clarke et al., 2006).  
L’isoforme nSMase2 est la nSMase la plus étudiée et a émergé comme un médiateur clé dans 
la génération de céramides en réponse à différents stress pour affecter un ensemble diversifié 
de voies de signalisation, y compris dans le domaine du cancer, de la croissance, et du 
développement, et dans les réponses inflammatoires (Clarke and Hannun, 2006). 
 
 
III. Insulinorésistance musculaire 
 
III.1 Importance du muscle dans l’apparition du diabète de type 2 
 
La résistance à l'insuline est la conséquence d’une diminution de la capacité des tissus cibles 
périphériques à répondre correctement à des concentrations circulantes d'insuline normales. 
Bien que le site de défaut primaire d’apparition de l’insulinorésistance reste encore débattu, le 
muscle, qui intervient pour 80 à 90 % dans le captage et l’utilisation du glucose, se trouve au 
centre de la pathogénie en étant le site principal de l’insulino-résistance périphérique (de 
Lange P. et al., 2008; Patti and Corvera, 2010). Ainsi, les mécanismes cellulaires régulant 
l'absorption du glucose dans les muscles squelettiques ont un impact majeur sur l'ensemble de 
l'homéostasie glucidique. Chez des patients diabétiques, plus de 90% de la perte du captage 
du glucose en présence d’insuline au niveau du corps entier peut être attribuée à une 
68 
 
résistance à l’action de l’hormone dans les muscles squelettiques (DeFronzo, 1988; DeFronzo 
et al., 1985). De plus, l’entrée du glucose dans les muscles squelettiques est l’étape limitant la 
vitesse de son utilisation dans des conditions physiologiques et donc un site important de 
résistance à l'insuline chez les patients diabétiques.  
 
III.2 Altération du signal insulinique 
 
Les défauts de signalisation peuvent tout d’abord résider au niveau du récepteur de l’insuline 
lui-même. Une diminution du nombre de récepteurs de l’insuline a été observée dans des 
adipocytes isolés de sujets obèses (Molina et al., 1989). Par contre, ce défaut n’a pu être 
remarqué dans le muscle, ni dans le foie (Caro et al., 1987), et la diminution de la liaison de 
l’insuline à son récepteur ne semble pas être corrélée avec l’apparition du diabète (Arner et 
al., 1986; Lonnroth et al., 1983). Par contre, une diminution de l’activité kinase stimulée par 
l’insuline et de l’autophosphorylation du récepteur ont été observés (Youngren et al., 2001; 
Nyomba et al., 1990). Néanmoins, ces défauts peuvent même être abrogés suite à une perte de 
poids corporel (Freidenberg et al., 1988). De plus, un défaut d’internalisation du récepteur de 
l’insuline à la suite de la liaison de l’hormone est aussi associé à l’obésité et au diabète 
(Molina et al., 1989). Cependant, ces défauts restent modestes, et sont même parfois absents.  
Des altérations de la voie insulinique post récepteur semblent donc mieux expliquer 
l’apparition de la résistance à l’insuline musculaire. 
Une augmentation de l’expression de la sous-unité régulatrice de la PI3-kinase p85α pourrait 
expliquer certains cas de résistance à l’insuline (Barbour et al., 2004; Barbour et al., 2005), 
dont celle reliée à l’obésité (Bandyopadhyay et al., 2005). En effet, l’augmentation 
d’expression de la p85α changerait la stœchiométrie entre le p85 libre et le complexe p85-
p110 et empêcherait le complexe p85-p110 de se lier avec IRS1 et ainsi de propager le signal 
insulinique (Draznin, 2006).  
Cependant, la majorité des études tendent vers deux cibles en priorité : IRS1 et la PKB/Akt. 
Chez les sujets diabétiques, l’insuline stimule moins efficacement son association avec la 
PI3K. La diminution de l’utilisation du glucose in vivo corrèle très bien avec cette 
signalisation défectueuse (Cusi et al., 2000).  
Bien sûr, la réduction de l’activité du récepteur peut expliquer une partie de la déficience, 




Dans des conditions d’insulinorésistance, IRS1 est phosphorylé sur de nombreux résidus 
sérines, empêchant ainsi l’insuline d’induire la phosphorylation de résidus tyrosines 
responsables de l’activation d’IRS1. IRS1 contient au moins 40 sites sérines/thréonines 
potentiels qui peuvent être phosphorylés  par de nombreuses kinases telles que JNK, IKK, 
ERK, mTOR, et certaines PKC. Ces phosphorylations «négatives» d’IRS1 stimulent la 
dégradation d’IRS1 ou/et inhibent l’association d’IRS1 avec la sous-unité régulatrice p85 de 
la PI3-kinase. 
Les principaux résidus sérines associés avec l’insulinorésistance sont  la Ser307 (Ser312 chez 
les humains) et la Ser636 (Ser632 chez les rongeurs) (Copps and White, 2012). La Ser307 est 
localisée près du domaine PTB d’IRS1 et sa phosphorylation inhibe la liaison d’IRS1 avec le 
récepteur à l’insuline (Aguirre et al., 2000). La Ser636 est localisée près du domaine SH2 et 
sa phosphorylation inhibe la liaison d’IRS1avec la PI3K (Bouzakri et al., 2003). 
L’activation de la JNK par des acides gras libres, un stress et l’inflammation augmente aussi 
la phosphorylation d’IRS1 sur résidus sérine, bloquant ainsi le signal insulinique 
(Bandyopadhyay et al., 2005; Gao et al., 2004; Hirosumi et al., 2002; Nguyen et al., 2005).  
Le TNFα dont l’expression est augmentée dans le tissu adipeux de patients ou d’animaux 
obèses et insulino-résistants joue aussi un rôle important en bloquant l’activation d’IRS1 par 
l’insuline en induisant la phosphorylation de la protéine sur résidus sérine (Hotamisligil et al., 
1996).  
Des études ont aussi montré que la voie de signalisation mTOR, activée par une surcharge 
alimentaire chronique, peut aussi inhiber l’activation d’IRS1 en réponse à l’insuline via sa 
phosphorylation sur résidus sérine (Tremblay and Marette, 2001; Um et al., 2004). Et il a été 
montré qu’une diminution de la signalisation mTOR en réponse à l’activité physique jouait un 
rôle régulateur important sur la phosphorylation d’IRS1 au niveau musculaire en diminuant la 
phosphorylation d’IRS1 sur résidus sérine (Glynn et al., 2008).  
Certaines PKCs comme les PKCɛ  (foie) et PKCζ (muscle) ont aussi été montrées comme 
pouvant induire une insulinorésistance via la phosphorylation d’IRS1(muscle) sur résidus 
sérine en réponse à des dérivés secondaires d’acides gras comme les diacyl-glycérols (DAG) 
(Yu et al., 2002) et la réduction de la phosphorylation d’IRS2 (foie) sur résidu tyrosine 





III.3 Accumulation ectopique de lipides, cause majeur de l’insulinorésistance 
musculaire 
 
L'obésité prédispose les individus au développement d’une résistance à l'insuline notamment 
au niveau du foie et des muscles squelettiques. Divers mécanismes ont été proposés pour 
expliquer comment un excès lipidique pouvait interférer avec le métabolisme de glucose et 
inhiber l'action de l'insuline. Jusqu’à il y 15 ans, l’hypothèse classique du «cycle de Randle» 
semblait la meilleur explication pour comprendre la relation entre le métabolisme des 
carbohydrates et le métabolisme lipidique et particulièrement le rôle délétère des acides gras 
sur l’action de l’insuline et sur le métabolisme du glucose dans les tissus insulino-sensibles.  
En 1963, Philip Randle a proposé l’existence d’un cycle glucose-acide gras dans les cellules 
qui jouerait un rôle crucial dans le développement du diabète (Randle et al., 1963). En effet, 
l’augmentation substantielle des acides gras libres (excès d’énergie, excès d’ATP) aurait pour 
conséquence une inhibition du métabolisme du glucose. Ceci serait la conséquence d’une 
oxydation accrue de ces acides gras qui induiraient une augmentation de citrate cytosolique, 
conduisant à une accumulation de glucose-6-phosphate. Ceci provoquerait alors une inhibition 
allostérique de l’hexokinase, responsable de la transphosphorylation du glucose en G6P, 
conduisant à une inhibition de la glycolyse et à une augmentation de la concentration 
intracellulaire en glucose, aussi qu’à l’inhibition de son transport vers l’intérieur de la cellule. 
Pendant plus de trente ans, ce cycle glucose/acide gras a été accepté. Il a fallu attendre la fin 
des années 90 pour que de nouvelles études remettent ce cycle à jour et le remettent 
partiellement en cause. En effet, certaines prédictions du cycle de Randle ont été mises à mal 
par l’utilisation de nouvelles techniques comme l’utilisation de la technique de résonnance 
magnétique nucléaire (RMN) qui permet de mesurer la concentration de métabolites dans des 
tissus biologiques in vivo. Contrairement à ce qu’avait prédit Randle, cette technique a permis 
de montrer entre autre qu’une accumulation des acides gras libres dans le muscle diminuait 
plutôt la concentration de glucose intracellulaire (Roden et al., 1996). Il semblerait donc que 
le cycle de Randle ne soit qu’un des nombreux mécanismes par lesquels les acides gras 
influencent l’action de l’insuline et le métabolisme du glucose dans les tissus insulino-
sensibles. 
 
Depuis, de nombreuses études ont mis en évidence une relation de cause à effet entre une 
accumulation d’acides gras dans le muscle et l’apparition d’une résistance à l’insuline, 
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entrainant  une inhibition du transport du glucose dans cet organe (Dresner et al., 1999; 
Garvey et al., 1998). Chez l’homme, il est maintenant clair qu’il existe une forte corrélation 
entre les concentrations intramusculaires en lipides et l’insulinorésistance (Muoio and 
Newgard, 2008; Dobbins et al., 2002).  
De fortes évidences existent donc entre une accumulation ectopique de lipides et 
l’insulinorésistance. Cependant, dans certains cas comme le « paradoxe de l’athlète », une 
telle corrélation est absente. En effet, les athlètes présentent normalement une hyper-
sensibilité à l’insuline, tout en accumulant des graisses intramusculaires (Goodpaster et al., 
2001). Ainsi, il semble donc que la présence de lipides dans des tissus non-adipeux ne puisse 
pas être considérée comme une cause directe de la perte de sensibilité à l’insuline des tissus. 
Même s’ils ne semblent pas être directement impliqués, il est maintenant évident que les 
acides gras jouent un rôle indirect dans la progression de la perte de sensibilité des tissus à 
l’insuline en activant des voies de signalisation délétères et/ou en servant de substrat pour la 
synthèse de dérivés lipides secondaires aux propriétés tout aussi délétères. 
 
III.4 Conséquences de l’accumulation ectopique de lipides. 
 
III.4.1 Stress du réticulum endoplasmique 
Le réticulum endoplasmique est le siège de nombreuses fonctions cruciales au maintien de 
l’homéostasie cellulaire. Il a pour fonction entre autre, la synthèse des macromolécules 
lipidiques, ou encore la synthèse des protéines sécrétées ou membranaires. Siège de la 
traduction protéique, les protéines en cours de formation y sont repliées avec l’aide (ou non) 
de protéines chaperonnes, puis acheminées ensuite vers l’appareil de Golgi où se dérouleront 
les modifications post-traductionnelles avant leur sécrétion dans le cytoplasme.  
Quand le repliement des protéines est inhibé ou défectif dans le RE, des voies de signalisation 
sont activées dont le but est: 
 de diminuer la biosynthèse des protéines afin de réduire leur accumulation dans la 
lumière du RE. 
 d'augmenter la biosynthèse des protéines chaperonnes. 
 d'augmenter la biosynthèse des protéines impliquées dans la machinerie de 
dégradation des protéines associées au RE ("ER-associated degradation" - ERAD). 
 d'aider le RE à recouvrer son homéostasie (calcique en particulier) 
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L’ensemble de ces voies de signalisation constitue une réponse adaptative physiologique de la 
cellule à l'accumulation de protéines mal repliées et s'appelle "Unfolded Protein Response" 
ou réponse UPR. 
Il existe trois médiateurs proximaux de la réponse UPR: IRE-1(Inositol requiring enzyme 1), 
PERK (PKR-like εR protein kinase) et ATF6 (Activating transcription factor 6). L'interaction 
des protéines PERK, ATF6 et IRE-1 avec la protéine chaperonne BiP/GRP78 dans le RE les 
maintient inactive. Cependant, l'accumulation de protéines mal repliées dans le RE  entraîne 
la dissociation des ces protéines des chaperonees et permettent leur activation : 
IRE-1 possède deux types d'activité enzymatique: une activité Ser/Thr kinase et une activité  
endoribonucléase. 
La dissociation du complexe [IRE-1 - Bip/GRP78] entraîne une dimérisation d’IRE-1, 
induisant son activité kinase. IRE-1 peut alors s'autophosphoryler ce qui stimule son activité 
endoribonucléase. Cette dernière est régulée par la dimérisation d’IRE-1 et par la fixation d'un 
nucléotide di- ou tri-phosphate (Oikawa et al., 2005). 
IRE-1 ainsi activé épisse dans le cytoplasme l'ARN messager codant pour le facteur de 
transcription XBP1. XBP1 est un intron de 26 paires de bases (chez l'homme) qui augmente la 
transcription de protéines chaperonnes permettant l’acheminement des protéines mal 
conformées vers le protéasome, lieu de leur dégradation (Sidrauski and Walter, 1997; Kaser et 
al., 2008). XBP1 se lie sur des séquences ERSE « Endoplasmic Reticulum Stress response 
Element » -  des promoteurs de gènes de l'UPR (Schroder and Kaufman, 2005). 
 ATF6 est normalement attaché à la membrane du réticulum endoplasmique. Lors de la détection 
d’un stress, la dissociation de BIP/GRP78 d’ATF6 permet à cette dernière de migrer vers l'appareil 
de Golgi (Chen et al., 2002), où les protéases S1P et S2P ("site-1 protease" et "site-1 protease") 
hydrolysent ATF6. Cette coupure protéolytique permet au domaine N-terminal d'ATF6, un 
facteur de transcription, de migrer vers le noyau où il se fixe sur des séquences ERSE et régule 
l’expression d'un ensemble de chaperonnes du RE comme BiP/GRP78 et GRP94. 
 
PERK se dimérise après dissociation d’avec BIP/GRP78, stimulant ainsi son activité kinase 
qui va phosphoryler la sous unité α du facteur d’initiation de la taduction eIF2α (eukaryotic 
translation initiation factor 2) sur sa sérine 51. Ceci entraine ainsi une diminution générale de 
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la synthèse protéique au sein de la cellule (Harding et al., 1999). La phosphorylation d’eIF2α 
permet aussi la transcription d’ATF4 (activating tanscription factor 4)  (Hetz et al., 2011) qui 
va induire principalement la transcription des gènes CHOP (C/EBP homologousprotein), 
TRB3 (tribbles homolog 3), et GADD34 (grouwth arrest and DNA damage-inductible 
protein), tous impliqués dans l’induction de l’apoptose. 
 
L'activation concomitante de PERK, ATF6 et IRE1 induira l’inhibition de la synthèse 
protéique et augmentera les capacités de repliement des protéines du RE. Elle induira aussi 
l'élimination des protéines mal repliées afin de protéger le RE. Toutefois, lorsque le stress sera 
prolongé ou trop sévère, la réponse UPR ne sera pas en mesure de rétablir l'homéostasie du 
réticulum et aboutira à la mort cellulaire par apoptose dans le but de protéger l'organisme.  
 
Il a été établi une relation entre le stress du réticulum endoplasmique et des pathologies 
métaboliques telles que l’obésité et/ou le diabète de type 2 (Nakamura et al., 2010; Zhang et 
al., 2006). Chez l’humain obèse, un bypass gastrique et la perte de poids qui s’ensuit induisent 
une réduction de ce stress au sein du tissu adipeux (Gregor et al., 2009). Par ailleurs, l’obésité 
est un facteur d’induction du stress du réticulum endoplasmique, notamment dans le foie et le 
tissu adipeux de souris, ce qui participe à l’insulinorésistance. La mise en place de la réponse 
UPR dans les cellules hépatiques entraîne notamment une diminution de la phosphorylation 
sur tyrosine de IRS11(Ozcan et al., 2004). Parallèlement à ce phénomène, l’induction de la 
JNK par IRE-1 (Urano et al., 2000) augmente les phosphorylations inhibitrices (sérine) sur 
IRS1. Au niveau du tissu adipeux, il a été montré que l’induction d’un stress du réticulum 
endoplasmique dans l’adipocyte de souris inhibait le transport de glucose stimulé par 
l’insuline (Parker et al., 2005).  
Concernant le muscle squelettique, si la lipotoxicité a été associée à un stress du réticulum 
endoplasmique, l’ampleur de l’activation de ce dernier ne semble pas suffisante pour relayer 
les effets délétères des lipides sur la sensibilité à l’insuline (figure 14) (Hage Hassan et al., 
2012; Rieusset et al., 2012). 
 
III.4.2 Dysfonctionnement mitochondrial et Stress oxydant 
Plusieurs données accumulées au cours de la dernière décennie indiquent qu’un 
dysfonctionnement mitochondrial et un stress oxydant joue un rôle important dans les 
phénomènes d’insulinorésistance musculaire (Anderson et al., 2009; Bonnard et al., 2008). Il 
a été montré qu’un stress oxydant, qui se produit dans les cellules lorsque l'équilibre entre les 
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espèces pro-oxydantes et la défense antioxydante est rompu et favorise le stress oxydant, 
conduit à une insulinorésistance. Un stress oxydant est le résultat d’une augmentation de la 
production d’espèces réactives à l’oxygène (ROS) et/ou d’espèces réactives au nitrogène 
(RNS). Ces espèces, qui oxydent directement et abiment l’ADN, les protéines et les lipides, 
ont été montrées dans plusieurs études comme contribuant aux complications du diabète 
(Hoehn et al., 2009; Bonnard et al., 2008; Anderson et al., 2009).  
Le muscle squelettique est particulièrement altéré par un stress oxydant chronique du fait qu’il 
a besoin de grandes quantité d’oxygène pour fonctionner et que son état post-mitotique le 
rend particulièrement vulnérable à l’accumulation de ces espèces au cours du temps. En effet, 
de nombreuses études in vitro ont montré que l’incubation de cellules musculaires avec un 
acide gras saturé (palmitate) induit un dysfonctionnement mitochondrial, une augmentation de 
la production de ROS et une insulinorésistance (Duval et al., 2007; Hoehn et al., 2009). In 
vivo, des stratégies protectives en utilisant des antioxydants ont permis d’améliorer la 
sensibilité à l’insuline dans le muscle squelettique de rats nourris avec un régime 
hyperlipidique (Vinayagamoorthi et al., 2008; Gupte et al., 2009).  
Récemment cependant, une étude publiée dans Diabetologia a remis en cause ces données en 
utilisant un antioxydant spécifique de la mitochondrie (plastoquinonyl  
decyltriphenylphosphonium, SkQ) pour cibler la production de ROS dans des myotubes 
C2C12 traités avec du palmitate in vitro, ou dans des rats rendus insulinorésistants par un 
régime hyperlipidique. Comme attendu, le traitement par le SkQ a réduit la production 
mitochondiale de ROS en réponse au palmitate et a empêché l’apparition d’un stress oxydant 
chez les rats nourris avec le régime hyperlipidique. Cependant, ni la stimulation du transport 
du glucose par l’insuline, ni la tolérance au glucose, ni l’activation de la voie de signalisation 
insulinique n’ont été améliorés dans les conditions de résistance à l’insuline en présence du 
SkQ (Paglialunga et al., 2012). Ces résultats suggèrent donc qu’un stress oxydant produit en 




Il est maintenant clair qu’une inflammation chronique de bas-grade et une activation du 
système immunitaire sont impliquées dans la pathogénèse du diabète de type 2. Si le tissu 
adipeux est le premier tissu où un lien entre inflammation et insulinorésistance a été mis en 
évidence (Hotamisligil et al., 1995), des infiltrations macrophagiques dans le foie, le pancréas 
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et le muscle ont aussi été observées dans des modèles animaux de diabète et d’obésité, mais 
aussi chez des patients humains diabétiques et insulinorésistants. Les macrophages sont 
responsables de la production de cytokines proinflammatoires comme le TNFα, IL-6 et IL1-β 
(Chawla et al., 2011). 
 
Les acides gras saturés peuvent induire une inflammation par 2 voies intracellulaires 
distinctes : 
 Indirectement : via la sécrétion de cytokines comme le TNF-α, IL-1β et IL-6 
(Hotamisligil, 2006; Wen et al., 2011). 
 Directement : via leur interaction avec des membres de la famille des Toll-like 
receptor (famille TLR). 
 
 Le TNF-α (facteur de nécrose tumorale α), cytokine pro-inflammatoire, est un médiateur 
paracrine produit par les adipocytes qui peut agir localement en réduisant la sensibilité à 
l'insuline des cellules (Lau et al., 2006). Des modèles animaux, ainsi que des études menées 
sur l’homme ont montré que les patients diabétiques et les sujets obèses ont une production 
augmentée de cytokines pro-inflammatoires telles que le TNF-α dans le tissu adipeux 
(Hotamisligil et al., 1995). L'action paracrine du TNF-α amplifierait la libération des acides 
gras libres, induisant ainsi une dyslipidémie athérogène (Rosenson et al., 2004). Les 
concentrations de TNF-α plasmatique sont associées positivement avec le poids corporel, les 
triglycérides (TG), alors qu’une association négative existe entre le TNF-α circulant et les 
concentrations d’HDL-cholestérol élevées (Xydakis et al., 2004). 
Il a été montré que le TNF-α peut induire une résistance à l'insuline chez l'homme en inhibant 
la voie de signalisation insulinique en empêchant l’activation de deux cibles : IRS1 et AS 160 
(Hotamisligil and Spiegelman, 1994; Plomgaard et al., 2005). Le TNF  est aussi un 
régulateur important des concentrations sphingolipidiques intracellulaires. En effet, le TNFα 
induit l'hydrolyse des sphingomyélines et conduit ainsi à une accumulation rapide de 
céramides intracellulaires (Gu et al., 2013). Un des effets des céramides est d'activer le facteur 
de transcription NF- B qui est impliqué dans la réponse inflammatoire via  l’augmentation 
d'expression de diverses cytokines, chimiokines, chimioattractants, et d’enzymes pro-
inflammatoires comme la cyclo-oxygénase 2 (COX2) (Sarkar et al., 2004). 
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Les concentrations de TNF-α plasmatique sont associées positivement avec le poids corporel, 
les triglycérides (TG), alors qu’une association négative existe entre le TNF-α circulant et les 
concentrations d’HDL-cholestérol élevées (Xydakis et al., 2004). 
L’activation des voies pro-inflammatoires est décrite dans l’insulinorésistance (Olefsky and 
Glass, 2010; Schenk et al., 2008). L’inflammation chronique inhibe la sensibilité à l’insuline 
via l’activation des voies de signalisation altérant directement la voie de signalisation 
insulinique (Schenk et al., 2008; Hotamisligil and Erbay, 2008). L’inflammation altère la 
sensibilité à l’insuline via la famille de Toll-Like Receptor (TLR) (Plomgaard et al., 2005). 
 
Le récepteur TLR-4 est important dans le système immunitaire inné. TLR-4 est une protéine 
transmembranaire de type I qui comporte un domaine extracellulaire récepteur du signal de 
danger composé de nombreux motifs LRR (leucin-rich repeats), un domaine 
transmembranaire et un domaine intracellulaire contenant un « death domain » permettant la 
transduction du signal d’activation. TLR4 contribue au développement de l’insulinorésistance 
et de l’inflammation via son activation par des ligands exogènes (les acides gras alimentaires 
et les lipopolisaccharides LPS) et des ligands endogènes (les acides gras libres élevés dans le 
cas de l’obésité) (Kim and Sears, 2010). Dans le muscle squelettique, ce récepteur est activé 
par les acides gras et active le  complexe JNK-IKKβ. L’activation de JNK et IKK par les 
acides gras saturés est associée à une inhibition de l’action de l’insuline, conséquence d’une 
phosphorylation d’IRS1 sur résidus sérine et de l’inhibition de la phosphorylation activatrice 
des résidus tyrosine d’IRS1 (Hotamisligil and Erbay, 2008; Hotamisligil et al., 1993). De 
plus, l’inflammation peut induire la synthèse de dérivés secondaires comme les céramides, à 
partir des acides gras saturés. Des études montrent qu’un traitement avec du palmitate 
augmente les concentrations de cytokines plasmatiques chez les rongeurs et que les souris 
dépourvues de récepteurs TLR4 sont protégées de l’accumulation de céramides et de 
l’insulinorésistance induite par les acides gras saturés (Holland et al., 2011).  
Ainsi, les céramides intracellulaires pourraient jouer le rôle de seconds messagers qui 
coordonnent la réponse cellulaire aux cytokines circulants ou aux signaux des acides gras 
saturés (Samuel and Shulman, 2012). 
 
Dans le muscle, des infiltrations macrophagiques pro-inflammatoires ont été observées chez 
des souris obèses, particulièrement au niveau du tissu adipeux résidant entre les fibres 
musculaires (Weisberg et al., 2003; Nguyen et al., 2007). Cependant, les quantités de 
macrophages observées au niveau des fibres musculaires sont bien moindres que celles 
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observées dans le tissu adipeux ou le foie (Tam et al., 2012), et des études complémentaires 
seront nécessaires pour déterminer si l’inflammation musculaire joue vraiment un rôle dans 
l’établissement d’une résistance à l’insuline dans ce tissu (figure 14). 
 
L’inflammasome 
L’inflammasome est un complexe multiprotéique formé en présence de pathogènes et induit 
par les lipopolysaccharides et les acides gras. L’inflammasome active la caspase 1 et induit la 
sécrétion des interleukines IL-1β et IL-8 comme une première barrière de défense dans la 
réponse immunitaire (Legrand-Poels et al., 2014). L’inflammasome est formé de la famille 
NLR (Nucleotide-binding domain and Leucine-rich Repeat containing proteins), constituée de 
6 membres NLRPs (NLRP1, NLRP3, NLRP6, NLRP7, NLRP12, NLRC4), et de la famille 
PYHIN, Pyrin and HIN200 (haematopoietic interferon-inducible nuclear antigens with 200 
amino-acid repeat domain-containing protein).  
Les acides gras saturés, et leurs dérivés lipidiques appelés céramides, sont connus pour 
induire l’inflammation durant l’obésité (Haversen et al., 2009), et plus particulièrement via 
l’activation des NLRPs. Dans le contexte de l’obésité et l’insulinorésistance, NLRP3 (le 
mieux caractérisé dans la famille de l’inflammasome) est activé dans les macrophages du tissu 
adipeux (Stienstra et al., 2011), dans les cellules β pancréatique et dans les îlots infiltrés de 
macrophages (Donath, 2011; Donath, 2013), contribuant à l’apoptose et à un défaut de 
sécrétion de l’insuline. De plus, l’activation de NLRP3 est corrélée avec une stéatose 
hépatique non alcoolique observée chez les rongeurs (Csak et al., 2011). 
Une activation de l’inflammasome a aussi été observée chez des souris insulino-résistantes 
(souris sous régime hyperlipidique). Par contre, quand le gène codant pour NLRP3 a été 
invalidé chez ces souris, la stéatose hépatique est amoindrie et l’activité de l’inflammasome 
est diminuée par rapport aux souris sauvages insulino-résistantes (Vandanmagsar et al., 2011).  
L’activation de NLRP3 en réponse aux acides gras saturés et à leurs dérivés sphingolipidiques 
(céramides) a été étudiée par plusieurs groupes de recherche (Vandanmagsar et al., 2011; Wen 
et al., 2011). Ils montrent que NLRP3 détecte la lipotoxicité induite par les céramides en 
activant la caspase 1 dans les macrophases et le tissu adipeux. De plus, Vandanmagsar et al 
(2011) ont montré qu’une perte de poids chez des patients obèses et insulinorésistants diminue 
l’expression de NLRP3 dans le tissu adipeux sous-cutané. Ceci est accompagné d’une 
amélioration de l’homéostasie glucidique (Vandanmagsar et al., 2011).  
L’expression de NLRP3 est controlée à la fois au niveau transcriptionnel et au niveau de son 
activité. La transcription du gène NLRP3 est activée par les récepteurs TLR4 et récepteurs 
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TNFα via l’activation de la NF-kB. De plus, le palmitate, via la production de céramides et 
l’accumulation de ROS (reactive oxygen spiecies), (i) altère la structure mitochondriale, (ii) 
déstabilise le lysosome, (iii) altère l’intégrité du RE, activant ainsi NLRP3 (Wen et al., 2011) 
(Murakami et al., 2012).  
Peu de données existent au niveau musculaire. Une étude montre la surexpression de 
l’inflammasome dans les cellules musculaires de patients atteints de myopathie, suggérant que  
NLRP3 pourrait aussi être activé dans les cellules musculaires (Rawat et al., 2010).  
 
III.4.4 Production de dérivés lipidiques délétères 
La nature et le degré de saturation des acides gras libres (saturés ou insaturés) sont essentiels 
dans le développement de l’insulinorésistance cellulaire. Si de nombreuses  études  ont 
montré que les acides gras saturés sont associés à une insulinorésistance (Hunnicutt et al., 
1994; Vessby et al., 2001), les acides gras insaturés ont une action opposée et améliorent la 
sensibilité à l’insuline des cellules (Ryan et al., 2000). Ainsi, le palmitate (acide gras saturé) 
induit une insulinorésistance musculaire (Chavez and Summers, 2003; Turpin et al., 2006) 
alors qu’un acide gras insaturé comme l’oléate améliore la sensibilité musculaire à l’insuline 
(Dimopoulos et al., 2006; Coll et al., 2008).  
S’il a été montré que les acides gras saturés pouvaient altérer la  sensibilité à l’insuline par 
plusieurs voies distinctes (dysfonctionnement mitochondrial, stress oxydant, inflammation), 
ils sont aussi à l’origine de la production de dérivés lipidiques bioactifs secondaires comme 
les céramides et les diacylglycérols (DAG) qui jouent un rôle crucial comme médiateurs des 









Depuis longtemps, une corrélation inverse entre concentrations musculaires de céramides et 
de DAG et sensibilité à l’insuline a été mise en évidence chez des animaux insulinorésistants 
(Turinsky et al., 1990). De même, chez l'homme, les concentrations de céramides sont très 
augmentées dans les muscles de patients obèses, et une corrélation négative a été observée 
entre ces concentrations et la sensibilité à l'insuline (Straczkowski et al., 2004).  
 
i)  Diacylglycérols (DAG) 
Les DAG sont des glycérides composés de deux chaînes des acides gras liées d’une manière 
covalente à une molécule de glycérol. Les DAG, intermédiaires dans le métabolisme des 
phospholipides et des triglycérides, sont des importants seconds messagers impliqués la 
signalisation intracellulaire (Brose et al., 2004).  
L’accumulation des DAG a souvent été observée dans des foies insulinorésistants (Kotronen 
et al., 2009; Puri et al., 2007) et l’activation de la protéine kinase ɛ  (PKCɛ ) par les DAG a 
aussi été associée à l’insulinorésistance hépatique (Samuel et al., 2007). De nombreuses 
Figure  13: Mécanismes induisant l’insulinorésistance dans le muscle squelettique. 
L’excès d’acides gras saturés altère la β-oxydation et stimule l’inflammation, le stress RE et la production de 
céramides dans les cellules musculaires. 
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études ont décrypté les mécanismes impliqués dans l’inhibition de la signalisation insulinique 
via l’activation des PKCs par les DAG et elles montrent toutes que les IRSs sont les cibles 
préférentielles des PKCs. Les PKC inhibent l’activation des IRSs en réponse à l’insuline via 
la phosphorylation sur résidus sérine, en empêchant ainsi leur phosphorylation sur résidus 
tyrosine (van Herpen and Schrauwen-Hinderling, 2008). 
Dans le muscle, les données sont contradictoires. Une étude a montré l’association positive 
entre le contenu des DAG et l’insulinorésistance musculaire en comparant un groupe de sujets 
recevant un bolus lipidique avec un groupe contrôle (Itani et al., 2002). D’autres études ont 
ensuite confirmé ces résultats et ont montré que le contenu musculaire en DAG est 
inversement corrélé à la sensibilité à l’insuline (Straczkowski et al., 2007a).  
Cependant, certaines études ont remis en question ces résultats. Anastasiou et coll ont 
comparé des sujets obèses et diabétiques avec des patients non-diabétiques et n’ont trouvé 
aucune variation des concentrations de DAG dans les deux groupes (Anastasiou et al., 2009). 
Des résultats similaires ont été trouvé par Perreault et coll chez des sujets obèses (Perreault et 
al., 2010). Plus intriguant, Amati et coll ont observé une augmentation par deux des 
concentrations de DAG dans des biopsies musculaires d’athlètes insulinosensibles comparés à 
des patients insulinorésistants (Amati et al., 2011). Plus récemment, ce groupe n’a montré 
aucune différence de concentrations de DAG entre des patients diabétiques et des sujets 
contrôles (Coen et al., 2013). 
De plus, des études effectuées in vitro dans des myotubes en culture ou sur du muscle isolé de 
rongeur ont montré que les DAG ne contribuent pas à l’insulinorésistance induite par les 
acides gras saturés (le palmitate). En effet, dans ces modèles, l’administration d’inhibiteurs de 
la voie de synthèse de novo des céramides restaure complètement la sensibilité à l’insuline des 
cellules, malgré des concentrations élevées de DAG (Chavez and Summers, 2003; Holland et 
al., 2011), suggérant ainsi que les DAG sont de faibles inducteurs de l’insulinorésistance 
musculaire au contraire des céramides. 
 
ii) Céramides 
Dans des conditions d’obésité, ce ne sont pas les acides gras saturés comme le palmitate 
(acide gras saturé majoritaire dans les régimes gras) qui sont délétères mais principalement 
leurs dérivés sphingolipidiques appelés céramides qui s’accumulent dans les tissus 
insulinosensibles (Hannun, 1994). En effet, plusieurs études utilisant différents modèles 
murins d’insulinorésistance (souris ob/ob ; souris nourries avec un régime hyperlipidique ; 
souris injectées avec un bolus lipidique) ont montré une augmentation des concentrations 
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intramusculaires de céramides (Holland and Summers, 2008; Yang et al., 2009; Ussher et al., 
2010). Des résultats similaires ont été mis en évidence chez des patients diabétiques comparé 
à des sujets insulinosensibles (Coen et al., 2013; Amati et al., 2011). Enfin, ces observations 
ont été confirmées in vitro en exposant des myotubes en culture à du palmitate. Dans ces 
conditions, une diminution de la stimulation de la synthèse de glycogène et du transport de 
glucose en réponse à l’insuline a été observée parallèlement à une augmentation des 
concentrations de céramides dans les cellules (Powell et al., 2004a; Schmitz-Peiffer et al., 
1999a). De plus, l’incubation de cellules musculaires avec des analogues de céramides mime 
l’effet négatif du palmitate sur la voie de signalisation insulinique  (Hajduch et al., 2001; 
Summers et al., 1998). 
 
Parmi les éléments de la voie de signalisation de l'insuline susceptibles d'être affectés par les 
céramides, IRS1 a été évoqué par plusieurs laboratoires (Paz et al., 1997; Peraldi and 
Spiegelman, 1997; Kanety et al., 1996). IRS1 serait phosphorylé sur des résidus Sérine et 
ainsi inactivé par les céramides, via l'activation de certaines kinases telles que p38, JNK (c-
Jun N-terminal kinase) et IKK (NFkB inhibitor kinase) (Ruvolo, 2003; Gual et al., 2005). La 
PI3K pourrait elle-aussi être une cible des céramides (Zundel and Giaccia, 1998; Zundel et al., 
2000).  
Cependant, l'implication de ces deux cibles est sujette à controverse car des études ont montré 
que les céramides n’altéraient pas la production des PIP3 produits par la PI3K (Schubert et al., 
2000; Hajduch et al., 2001), ni l’activation de la PDK1 (Stratford et al., 2004; Salinas et al., 
2000; Hajduch et al., 2001). De plus, il a été montré que l’inhibition de la voie insulinique par 
les céramides via un agoniste extracellulaire (platelet-derived growth factor) n’impliquait pas 
IRS1 (Salinas et al., 2000; Stratford et al., 2001; Zhou et al., 1998). 
Un consensus relatif existe maintenant pour dire que la PKB/Akt, protéine kinase essentielle 
pour la propagation du signal insulinique, serait la cible privilégiée des céramides. En effet, 
des défauts d’activation de cette protéine en réponse à l’insuline ont été observés dans de 
nombreux types cellulaires comme les adipocytes blancs et bruns, les muscles squelettiques et 
lisses, les cellules mammaires et les cellules neuronales (Summers, 2006). 
 
Mécanismes d’action des  céramides 
 Les céramides altèrent la PKB/Akt au niveau musculaire via l’un des deux mécanismes non 
exclusifs: 
 Le premier mécanisme implique l’activation d’une phosphatase appelée PP2A.  
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 Le second mécanisme implique une famille de PKCs, les PKC atypiques.  
 
i) Voie “PP2A” 
La PP2A est une sérine/thréonine phosphatase cytoplasmique exprimée de manière 
ubiquitaire qui déphosphoryle une multitude de substrats in vitro et qui est impliquée dans la 
régulation de presque toutes les activités cellulaires. La délétion du gène codant pour la sous-
unité catalytique de la PP2A est létale chez la levure (Kinoshita et al., 1996) et chez la souris 
(Gotz et al., 1998), ce qui démontre l’importance de cette phosphatase dans la régulation de 
nombreuses fonctions cellulaires. L’importance générale de la PP2A dans l’homéostasie des 
cellules est principalement illustrée par la panoplie étonnante d’inhibiteurs naturels, le plus 
célèbre étant l’acide okadaïque (Honkanen et al., 1994).   
Dans certaines cellules, il a été décrit que l’effet majeur des céramides serait d’activer la 
PP2A. La PP2A empêcherait ainsi l’activation de la PKB/Akt en réponse à l’insuline en 
déphosphorylant les sites sérine 473 et thréonine 308, normalement phosphorylés par 
l’hormone (Hage Hassan et al., 2014). Le traitement de différents types cellulaires comme la 
lignée musculaire C2C12, les cellules nerveuses PC12, et les adipocytes bruns avec de l’acide 
okadaïque a permis de mettre en évidence que la PP2A médit l’action négative des  céramides 
sur la PKB/Akt dans ces cellules (Salinas et al., 2000; Cazzolli et al., 2001; Cho et al., 2007). 
 
ii) Voie “PKC atypiques” 
Le second mécanisme d’inactivation de la PKB/Akt par les céramides passe par une inhibition 
de la translocation de la PKB/Akt vers la membrane plasmique pour y être phosphorylé en 
réponse à l’insuline. Le processus dépend de l’activation des PKC atypiques par les 
céramides. En effet, de nombreuses études suggèrent que l’activation des PKC atypiques joue 
un rôle négatif sur le signal insulinique et qu’à l’opposé, leur inhibition potentialise un effet 
sensibilisateur de l’insuline (Bourbon et al., 2000; Cortright et al., 2000; Powell et al., 2003). 
De plus, l’inhibition pharmacologique de l’activité des PKC atypiques empêche l’action 
délétère des céramides sur l’activation de la PKB/Akt par l’insuline dans les adipocytes et les 
myotubes L6 (Hajduch et al., 2008). Les céramides activent directement les PKC atypiques en 
se liant à une région de liaison putative (Wang et al., 2009). Notre groupe a mis en évidence 
dans des myotubes L6 que les PKC atypiques activées par les céramides liaient et 
phosphorylaient la PKB/Akt sur son résidu thréonine 34/sérine 34 (dépendant de l’isoforme 
de la PKB/Akt) localisé au niveau du domaine PH de la kinase, rendant ainsi impossible la 
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liaison à ce domaine des PIP3 produits par la PI3K en réponse à l’insuline  (Powell et al., 
2003).  
Ces résultats ont été confirmés dans des cellules musculaires lisses. Dans ces cellules, Fox et 
coll ont surexprimé une forme mutante de la PKBγ/Akt3 dans lequel le résidu sérine 34 a été 
remplacé par un glutamate, mimant ainsi une phosphorylation permanente de la PKB/Akt, 
normalement seulement observée en réponse aux céramides. Comme espéré, la surexpression 
de ce mutant mime l’action des céramides et empêche l’activation de la PKBγ/Akt3 par le 
PDGF (Fox et al., 2007). Inversement, le remplacement de la sérine 34 par une alanine, 
évitant ainsi toute phosphorylation de la PKB/Akt en réponse aux céramides, empêche ces 
derniers d’inhiber l’activation de la PKBγ/Akt3 par le PDGF (Fox et al., 2007). Tous ces 
résultats montrent l’importance de la phosphorylation de la PKB/Akt par les PKC atypiques 
dans l’établissement de l’insulinorésistance. 
 
Pourquoi les céramides altèrent-ils la signalisation insulinique via deux mécanismes 
différents? 
La réponse à cette question tient peut-être à des variations de compositions membranaires des 
différents types cellulaires étudiés. En effet, notre groupe, ainsi qu’un autre, a montré que les 
céramides induisent le recrutement du complexe PKCδ-PKB/Akt dans des domaines appelées 
cavéoles (Fox et al., 2007; Hajduch et al., 2008a). Ces microdomaines forment des 
plateformes lipidiques spéciales qui sont à l’origine de nombreuses voies de signalisation 
(Simons and Ikonen, 1997). Ces cavéoles sont enrichis en divers sphingolipides (céramides, 
sphingomyélines), mais aussi en cholestérol et en une protéine de structure importante appelée 
cavéoline (Simons and Ikonen, 1997). De manière intéressante, les cavéolines peuvent lier les 
PKC atypiques (Oka et al., 1997) et récemment, nous avons mis en évidence que les cellules 
riches en cavéoles (adipocytes, myotubes L6) inactivent la PKB/Akt en induisant la 
séquestration du complexe PKCδ-PKB/Akt dans les cavéoles (Blouin et al., 2010a), alors que 
les céramides agissent négativement sur la PKB/Akt via la PP2A dans des types cellulaires 
pauvres en cavéoles (fibroblastes) (Blouin et al., 2010a) (figure 14).   
Ces résultats montrent que différentes voies existent à l’intérieur des cellules pour relayer 















Exercice physique et céramide 
Plusieurs études ont essayé de rechercher si une corrélation existait entre l’exercice physique, 
connu pour améliorer la sensibilité à l’insuline des cellules chez les patients diabétiques 
(Richter et al., 2001), et les concentrations intramyocytaires de céramides, connues pour être 
délétères pour la sensibilité à l’insuline (voir chapitres précédents). Le rationnel de cette 
question est de savoir si l’exercice physique, en plus d’améliorer le captage musculaire du 
glucose par une voie indépendante de l’insuline (voir chapitre précédant), peut empêcher les 
Figure  14: Mécanismes d’inactivation de la PKB/Akt  par les céramides. 
 Les céramides inhibent la voie insulinique par deux voies disctinctes, suivant les concentrations cavéolaires des 
cellules. 
 Les céramides activent la PKCδ qui phosphoryle la PKB/Akt sur son résidu Thréonine 34 et la séquestre dans 
les cavéoles. 
 Les céramides activent la phosphatase PP2A qui déphosphoryle la PKB/Akt. 
85 
 
céramides de s’accumuler dans les cellules musculaires, et ainsi les re-sensibiliser à l’action 
de l’insuline. 
Une étude pionnière réalisée en 2004 chez l’homme a montré que, contrairement à ce qu’on 
attendait, l’exercice physique aigu (3h) induisait une augmentation des concentrations 
musculaires de céramides (+39%) (Helge et al., 2004). Ces résultats furent confirmés par une 
étude similaire menée par le même groupe dans laquelle ils firent courir des rats jusqu’à 
épuisement (Blachnio-Zabielska et al., 2008). Dans cette dernière étude, les auteurs ont 
montré que l’exercice affectait fortement l’activité d’enzymes clefs du métabolisme des 
céramides (SPT, nSMase, aSMase, céramidase) (Blachnio-Zabielska et al., 2008).  
Pour tenter d’expliquer ces résultats, les auteurs ont avancé l’hypothèse que l’augmentation 
des concentrations plasmatiques des acides gras libres (lipolyse) secondaire à l’exercice 
physique (Newsom et al., 2011), serait favorable à l’augmentation de la synthèse de novo des 
céramides.  
Cependant, une étude menée sur des rats entrainés pendant 6 semaines a donné des résultats 
différents. En effet, chez ces derniers, une diminution des concentrations de céramides 
intramusculaire a été observée comparés à des rats sédentaires (Lessard et al., 2007). 
Les résultats de cette dernière étude ont été confirmés par la suite chez l’homme. Les 
concentrations en céramides dans les muscles squelettiques de volontaires non obèses 
sédentaires et de volontaires non obèses sportifs ont été dosées dans une première étude, et 
aucune différence n’a été observée (Amati et al., 2011). De plus, les concentrations de 
céramides chez des patients obèses sédentaires ou ayant pratiqué une activité physique 
modérée mais prolongée ont aussi été mesurées. De manière intéressante, trois différentes 
études montrent une diminution des concentrations de céramides chez les patients obèses 
pratiquant une activité physique comparés aux patients obèses sédentaires, sans perte de poids 
vraiment significative (Bruce et al., 2006; Dube et al., 2008; Devries et al., 2013). L’étude de 
Bruce et coll. a montré que ce sont les concentrations des céramides en C16, C16:1, C18, 
C18:1, C18:2 et C20 qui sont diminuées (Bruce et al., 2006). Enfin, cette étude a aussi montré 
que l’exercice physique augmente l’activité de la CPT1, poussant ainsi les lipides vers la 
mitochondrie et l’oxydation et les déviant ainsi de la voie de biosynthèse des céramides 
(Bruce et al., 2006). 
En conclusion, l’exercice physique semble avoir deux actions opposées suivant la chronicité 
de l’effort : (i) une action aigüe induisant une augmentation de la synthèse de novo des 
céramides et (ii) une action plus à long-terme qui dévie les lipides vers l’oxydation, réduisant 
ainsi les concentrations musculaires de céramides 
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III.4.5 Importance d’autres dérivés sphingolipidiques dans la régulation de la sensibilité à 
l’insuline 
Une fois générés, les céramides sont le précurseur commun de plusieurs  
sphingolipides complexes car pouvant être glycosylés, phosphorylés ou déacylés pour 
produire un large éventail de différents métabolites comme la sphingosine-1-phosphate (S1P), 
des glucosylcéramides, de la céramide-1-phosphate et des sphingomyélines qui possèdent tous 
des propriétés marquées (figure 15). 









De manière intéressante, comme les céramides, la plupart de ces métabolites a été retrouvé 
dans le plasma humain à des niveaux non négligeables (Hammad et al., 2010) et 
l’augmentation de la concentration de certains est souvent associée à des perturbations 
métaboliques. Par exemple, des concentrations circulantes élevées de céramides et de 
gangliosides (dérivés de glucosylcéramide) sont clairement associées à une perte de sensibilité 
Figure 15: Différents rôles des métabolites sphingolipidiques produits à partir des 
céramides. 
  La sphingomyéline (SM): impliquée dans le maintien de l’intégrité des membranes et joue un rôle important 
dans la composition des lipoprotéines.  
  La sphiongosine-1-phosphate (S1P): prolifératif et anti-apoptotique; 
  Le céramide-1-phosphate(C1P): prolifératif et impliqué dans l’insulinorésistance; 
  Le glucosylcéramide (GlcCer): impliqué dans l’insulinorésistance. 
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à l’insuline (Shui et al., 2011), des niveaux élevés de sphingomyéline plasmatique sont 
associés à une stéatose hépatique chez des patients présentant une hépatite C (Li et al., 
2014a), les concentrations circulantes de S1P sont plus élevées chez l’homme avec l’exercice 
(Baranowski et al., 2011), mais aussi chez le patient obèse (Kowalski et al., 2013), et les 
concentrations plasmatiques de glucosylcéramides sont augmentées chez les patients atteints 
de la maladie de gaucher (Ghauharali-van der Vlugt et al., 2008). Ces quelques exemples de 
la littérature suggèrent donc que ces dérivés sphingolipidiques pourraient jouer un rôle 
important dans la régulation de nombreuses voies métaboliques et des études montrent qu’ils 
sont en effet impliqués dans la régulation de l’homéostasie glucidique.  
 
i) Sphingosine-1-phosphate (S1P) 
La dégradation des céramides pour donner de la S1P est initiée par des céramidases qui 
produisent de la sphingosine. Cette sphingosine est ensuite transformée en S1P par des 
sphingosines kinases (SphKs) qui catalysent la phosphorylation ATP-dépendante de la 
sphingosine  (Le et al., 2004). Les SphKs sont une classe de kinase lipidique distincte et 
possèdent 5 domaines conservés au cours de l’évolution. Deux isoformes de SphK ont été 
caractérisés et appelés SphK1 et SphK2 (Liu et al., 2002a). Ces deux isoformes sont localisés 
de façon prédominante dans le cytosol, avec de petites quantités retrouvées au niveau 
membranaire. Les SphK1 et SphK2 ont des propriétés cinétiques, une distribution tissulaire et 
des expressions temporelles différentes, suggérant qu’elles exercent des fonctions cellulaires 
distinctes et pourraient être régulées différemment (Spiegel and Milstien, 2003). La SphK1 est 
exprimée principalement dans les cellules épithéliales bronchiques et les muscles lisses, alors 
que l’expression de la SphK2 est à peu près la même dans tous les tissus (Aarthi et al., 2011).  
La S1P peut agir aussi bien de manière autocrine que paracrine. Après synthèse 
intracellulaire, la S1P est exportée par des transporteurs de la famille ABC (Mitra et al., 2006) 
et se fixe sur ses récepteurs S1PR (couplés aux protéines G) présents à la surface cellulaire 
(Spiegel et al., 2002). Dans le plasma humain, 65% de la S1P est transportée par des 
lipoprotéines (en particulier par les HDL) (Okajima, 2002). Elle est véhiculée jusqu’aux 
cellules endothéliales dont sa liaison aux récepteurs S1PR membranaires stimule la croissance 
et la survie (Kimura et al., 2003). Jusqu’à présent, cinq récepteurs de la S1P (S1P1-5) ont été 
identifiés. Ceux–ci lient la S1P avec une haute affinité. Ils sont exprimés de façon ubiquitaire 
et se couplent à différentes protéines G (Gi, Gq, G12/13) qui régulent de nombreux signaux 
(Rac, Pi3-kinase, ERK, JNK…) (Spiegel and Milstien, 2003). Au niveau musculaire, c’est le 
récepteur S1P2 qui est principalement exprimé (Spiegel and Milstien, 2003). 
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La S1P, qui circule chez les mammifères à des concentrations élevées (>200 nM) (Hammad et 
al., 2012), joue un rôle important dans le contrôle de la survie et de la croissance cellulaire 
(effets opposés à ceux des céramides) et les Sphks ont émergées comme des enzymes de 
signalisation importante. En tant que telle, les SphKs contrôlent l'équilibre entre les deux 
sphingolipides et servent de "rhéostat sphingolipide". 
Concernant le métabolisme glucidique musculaire, l’action de la S1P reste controversée. 
Schématiquement, et en fonction des tissus, il a été mis en évidence que, soit la S1P 
contrecarrait l’action délétère des céramides sur la voie de signalisation insulinique, soit la 
S1P aggravait les effets des céramides. En effet, des études in vitro ont montré que la S1P 
stimule le transport de glucose par transphosphorylation du récepteur de l'insuline (Rapizzi et 
al., 2009) et que l’utilisation d’activateurs de la SphK1 pour pousser le métabolisme des 
céramides vers la production de S1P améliore la sensibilité à l’insuline des cellules (Bruce et 
al., 2013). De plus, la surexpression modérée de la SphK1 chez la souris améliore la 
sensibilité à l'insuline dans les muscles squelettiques (Bruce et al., 2012). Pareillement, 
l’injection d’un adénovirus codant pour la SphK1 améliore le métabolisme du glucose chez 
des souris obèses et diabétiques (Ma et al., 2007).  
Cependant, des souris déficientes pour la SphK1 placées sous régime riche en graisses ne 
semblent pas être plus résistantes à l'insuline que les animaux de type sauvage (Qi et al., 
2013). De manière surprenante, une étude très récente montre qu’une production de S1P en 
réponse au palmitate dans les hépatocytes isolés induit une insulino résistance (Fayyaz et al., 
2014). Ces derniers résultats vont dans le même sens qu’une étude plus ancienne qui montre 
également un effet délétère de la S1P sur la voie insulinique dans des cellules épithéliales 
(Schuppel et al., 2008). Enfin, le groupe de Cowart montre que l’activation de la voie 
SphK1/S1P participe à la production/sécrétion de la cytokine pro-inflammatoire IL6 en 
réponse au palmitate dans le muscle (Ross et al., 2013).  
A partir de ces données, il apparaît que le rôle bénéfique de la S1P dans la régulation de la 
sensibilité à l’insuline au cours de l’obésité est encore flou, particulièrement dans les études 
menées in vivo (Fayyaz et al., 2014).  
 
ii) Sphingomyéline (SM) 
La SM est le composant majeur de la membrane plasmique (20% des lipides totaux) et des 
organites qui en dérivent (endosomes et lysosomes). La SM, presque exclusivement présente 
sur le feuillet externe de la membrane plasmique, joue un rôle structural évident en 
garantissant le maintien de l’intégrité cellulaire (Kolesnick, 1987). En effet, la SM (avec 
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d’autres sphingolipides comme les glucosylcéramides) est concentrée dans des domaines 
membranaires spécifiques appelés radeaux lipidiques. Ces structures servent de plateformes 
de signalisation de par leur capacité à recruter de nombreuses protéines de signalisation 
(Simons and Ikonen, 1997). 
La SM est aussi un constituant majeur des lipoprotéines. Sa synthèse dans le foie à partir de 
céramides formés de novo influe considérablement sur les concentrations de lipoprotéines 
circulantes (Li et al., 2009) 
La synthèse de la SM est principalement effectuée dans la face interne de l’appareil de Golgi 
par la SM synthase 1 (SMS1) qui transfère un groupement phosphocholine de la 
phosphatidylcholine aux céramides, en libérant un diacylglycérol (Riboni et al., 1997). Un 
second isoforme de SMS appelé SMS2 est présent au niveau de la membrane plasmique des 
cellules.  
De manière intéressante, la transformation des céramides en SM dans l'appareil de Golgi 
pourrait être une étape importante pour empêcher les céramides de s’accumuler dans le RE et 
d'agir négativement dans les cellules. En effet, des souris déficientes pour la SMS1 voient leur 
concentrations en céramides augmenter, présentent de graves anomalies de sécrétion 
d'insuline et développent un diabète (Yano et al., 2011a).  
Cependant, les souris déficientes en SMS2 sont en bonne santé et ne présentent pas 
d’anormalités métaboliques apparentes. Mises sur régime hyperlipidique, ces souris ne 
développent pas d’obésité ni d’insulinorésistance (Mitsutake et al., 2011a).  
 
Les quantités de SM intracellulaires sont aussi régulées par des sphingomyélinases (SMase). 
Six isoformes de SMases ont été identifiés (3 SMases acides et 3 SMases neutres). Ils sont 
localisés dans divers compartiments cellulaires comme les lysosomes, la membrane 
plasmique, le RE la mitochondrie et le noyau (Jenkins et al., 2009; Wu et al., 2010). Parmi les 
SMases, ce sont la SMase acide lysosomiale et la SMase neutre 2 (nSMase2) qui sont 
considérées comme les principales candidates pour la production de céramides en réponse au 
stress cellulaire. La nSMase2 est la nSMase la mieux caractérisée et a émergée comme un 
médiateur clef de la génération de céramide en réponse à un stress. La nSMase2 a été 
impliquée dans la réponse à plusieurs cytokines pro-inflammatoires comme le TNFα pour 
affecter plusieurs voies de signalisation impliquées dans certains cancers (Kim et al., 2008; Ito 
et al., 2009), développement et croissance (Stoffel et al., 2005; Stoffel et al., 2007) et réponses 
inflammatoires (Nikolova-Karakashian et al., 2008; Devillard et al., 2010). 
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Il a été montré que l’expression de la nSMase2 augmente chez des sujets intolérants au 
glucose (Straczkowski et al., 2007a) et chez les rongeurs rendus insulinorésistants suite à un 
régime hyperlipidique (Murase et al., 1998; Shah et al., 2008). Une étude récente montre une 
augmentation de l’expression du gène de la nSMase2 chez les patients diabétiques de type 2 
(Pralhada et al., 2013). En revanche, l’expression de la nSMase2 est diminuée après l’exercice 
(Helge et al., 2004; Dobrzyn and Gorski, 2002), conduisant à une augmentation du rapport 
SM/céramides.  
Afin d’investiguer l’implication de la voie des sphingomyélinases dans l’insulinorésistance 
musculaire, le groupe de Verma et al. (2014) a traité la lignée musculaire C2C12 avec du 
palmitate (connu pour produire les céramides par la voie de biosynthèse de novo), en présence 
ou en non d’un inhibiteur pharmacologique de la nSMase (GW4869). Cette étude montre que 
l’expression des 3 isoformes nSMase est augmentée avec le palmitate et que la signalisation 
insulinique est altérée (diminution de la phosphorylation de la PKB/Akt en réponse à 
l’insuline) en présence de palmitate. Cependant, ces altérations sont inhibées en présence de 
l’inhibiteur de la nSMase (Verma et al., 2014). Cette étude suggère donc que la balance 
SM/céramide est très importante pour la sensibilité à l’insuline musculaire, même si les 
auteurs n’ont pas mesuré les concentrations en céramides dans les différents traitements 
(Verma et al., 2014).  
Toutes ces études montrent que le rapport SM/céramide est très important pour garder une 
sensibilité à l’insuline optimale et que, aussi bien les SMS que les nSMases pourraient être 
des cibles intéressantes pour empêcher l’accumulation de céramides dans les cellules. 
 
iii) Gangliosides  
Les gangliosides sont des glycosphingolipides acides dont les chaînes oligosaccharidiques 
sont terminées par des résidus d’acide sialique (N-acétyl-neuraminique) (Uemura, 2012). Bien 
que découverts originalement dans le cerveau, les gangliosides sont présents dans tous les 
tissus et représentent près de 5% des lipides de la membrane plasmique (Hakomori, 1981). En 
dehors du cerveau, les gangliosides les plus représentés sont les 
monosialodihexosylgangliosides (GM3). La biosynthèse des gangliosides s’effectue dans 
l’appareil de Golgi puis ils sont exportés vers la membrane plasmique via les endosomes 
(Kolter et al., 2002). Ils sont surtout localisés sur le feuillet externe de la membrane plasmique 
où ils sont utilisés comme sites de reconnaissance et de fixation par les virus, bactéries et 
toxines (Karlsson, 1989). 
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Les niveaux d’expression de GM3 sont augmentés en réponse au TNF α, une cytokine  dont 
l’expression est élevée chez des patients obèses, et ont été retrouvés élevés dans le tissu 
adipeux d’animaux obèses (Tagami et al., 2002). L’utilisation d’inhibiteurs pharmacologiques 
ou des stratégies d’ablation génique pour inhiber les glucosylcéramides ou l’expression de la 
GM3 synthase ont montré que les animaux étaient protégés d’une insulino-résistance induite 
par un régime gras (Tagami et al., 2002; Yamashita et al., 2003). 
Le mécanisme par lesquels les GM3 antagonisent la signalisation insulinique a été mis en 
évidence. En effet, l’addition de GM3 exogène dans des adipocytes induit la ségrégation du 
récepteur de l’insuline dans des domaines non-cavéolaires riches en gangliosides, empêchant 
ainsi la phosphorylation des résidus tyrosine du récepteur en réponse à l’hormone (Yates and 
Rampersaud, 1998; Kabayama et al., 2007). 
Collectivement, ces résultats montrent que les gangliosides ont une action négative sur la 
sensibilité à l’insuline des cellules et que le ciblage des GM3 pourrait être une stratégie 
thérapeutique  pour le traitement de l’insulinorésistance. 
 
iv) Céramide-1-phosphate 
Un métabolite cellulaire majeur dérivé des céramides est le céramide-1-phosphate (C1P) qui 
est formé directement par la phosphorylation des céramides via la céramide kinase (CERK). 
Beaucoup d’études suggèrent que la C1P régule la prolifération cellulaire et l’apoptose 
(Gomez-Munoz, 1998; Gomez-Munoz, 2004). Par exemple, la C1P stimule la prolifération 
des myoblastes C2C12 (Gangoiti et al., 2012). Le groupe de Chalfant a aussi impliqué la C1P 
dans les réponses inflammatoires (Chalfant and Spiegel, 2005; Lamour and Chalfant, 2005). 
De plus, la C1P joue un rôle dans les phénomènes de phagocytose (Hinkovska-Galcheva et 
al., 1998; Hinkovska-Galcheva et al., 2005).  
 
Récemment, le rôle de la C1P dans l’insulinorésistance a été mis en évidence. En effet, une 
étude a montré que la suppression du gène codant pour CERK améliorait la sensibilité de 
souris nourris avec un régime hyper-lipidique comparé à des animaux contrôles (Mitsutake et 
al., 2012). Dans cette étude, les auteurs ont démontré que, dans des conditions 
physiopathologiques (régime gras), la déficience de CERK et l’absence concomitante de 
production de C1P résultait en une réduction de l’infiltration macrophagique normalement 





Objectifs de la thèse 
 
Bien que de nombreuses questions concernant les mécanismes d’action des céramides sur la 
voie insulinique dans les cellules musculaires ont été adressées ces dernières années (voir 
introduction), d’autres restent toujours en suspens et méritaient toute notre attention.  
En effet, dans la littérature, certaines données suggèrent que les céramides agissent dans des 
lignées musculaires d’origine différente via deux mécanismes d’action différents sur la voie 
insulinique. Il était donc fondamental dans un but thérapeutique de bien comprendre pourquoi 
les céramides adoptent l’une ou l’autre voie.  
Est-ce que la structure lipidique ou protéique de la membrane plasmique des myotubes peut 
expliquer les modes d’action différentiels des céramides? Cette question découle des résultats 
d’une étude de l’équipe qui a montré que l’abondance des membranes en cavéoles au niveau 
de la membrane plasmique, joue un rôle clef pour déterminer la voie par lesquelles les 
céramides agissent sur la voie insulinique  (Blouin et al., 2010a).  
L'objectif de la première étude visait donc à vérifier cette hypothèse dans nos modèles de 
lignées musculaires C2C12 et L6. De plus, nous avons aussi cherché à découvrir quel 
mécanisme prédominait dans des cellules musculaires humaines (article 1). 
 
L'objectif principal de la seconde étude consistait à essayer d’empêcher les céramides d’agir 
négativement sur la voie de signalisation insulinique dans les cellules musculaires en limitant 
leur accumulation dans des conditions lipotoxiques (excès lipidique). Il n’était pas réaliste 
d’inhiber complètement leur voie de biosynthèse par l’utilisation d’inhibiteurs comme la 
myriocine (qui bloque la première enzyme de la voie de biosynthèse des céramides), les 
céramides constituant le squelette de sphingolipides, et jouant un rôle structural membranaire 
crucial. Nous avons donc choisi d’étudier comment convertir les céramides en SM pour 
différentes raisons expliquées dans l’article 2. Plus précisément, nous nous sommes intéressés 
à la régulation du transport des céramides du RE où ils sont synthétisés vers le Golgi où ils 
sont transformés en sphingomyélines dans des conditions lipotoxiques. Cette étude est un 
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Des études suggèrent que les céramides sont d’importants contributeurs de la lipotoxicité, 
puisque l'inhibition des premières étapes de la voie de biosynthèse des sphingolipides présente 
des effets bénéfiques sur la sensibilité à l’insuline dans des modèles obèses et diabétiques de 
rongeurs.  
Deux lignées musculaires squelettiques qui ont été utilisées pour étudier les effets délétères 
des céramides sur l'action de l'insuline, la lignée musculaire de rat L6 et la lignée musculaire 
de souris C2C12. Ces deux lignées musculaires ont été utilisées abondamment dans la 
littérature pour l’étude du métabolisme glucidique et lipidique musculaire.  
Les myotubes L6 et C2C12 sont des cellules murines dérivées de cellules satellites 
musculaires de rat ou de souris respectivement, et leur comportement correspond à celui de 
leur lignée progénitrice. En effet, les myoblastes L6 et C2C12 se différentient spontanément 
en culture après élimination du sérum en formant des myotubes qui produisent avec succès 
des structures sarcomériques. Les myotubes expriment plusieurs protéines spécifiques du 
muscle squelettique comme le transporteur de glucose GLUT4. Même si les myotubes L6 
expriment des quantités plus importantes du transporteur de glucose GLUT4 (cependant 
moindre que ce qui est trouvé dans des « vrais » myotubes), les deux lignées possèdent un 
transport de glucose insulino-stimulé. 
Dans la lignée musculaire L6, les céramides inhibent la voie de signalisation insulinique en  
activant la PKCδ, qui interagit avec la PKB/Akt et phosphoryle le résidu thréonine 34 situé 
dans le domaine PH de la PKB/Akt. Suite à cette interaction, la PKB/Akt est séquestrée dans 
des domaines spécialisés de la membrane plasmique enrichis en cavéolines (cavéoles), 
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empêchant ainsi son recrutement dans les régions enrichis en PIP3 où la PKB/Akt est 
normalement activée en réponse à l'insuline.  
En revanche, dans les myotubes C2C12, la PKB/Akt est réprimée par un autre mécanisme 
dépendant de l'activité de la protéine phosphatase 2A (PP2A), cette dernière étant activée par 
les céramides et déphosphorylant les résidus sérine et thréonine normalement phosphorylés en 
réponse à l’insuline. 
Etonnamment, aucune donnée n’a été publiée sur le mécanisme d’action des céramides dans 
de « vrais » cellules musculaires. 
Le but de cette étude a donc été double :  
Premièrement, nous nous sommes demandés pourquoi dans la lignée musculaire L6, les 
céramides inhibent la voie insulinique via la PKCδ, alors que dans la lignée musculaire 
C2C12, ils agissent via l’activation de la PP2A.   
Deuxièmement, nous avons recherché quel mécanisme dominait dans des cellules musculaires 
humaines. Nous ne possédions pas d’information concernant le mécanisme fonctionnel 
responsable de l’action délétère des céramides sur la sensibilité à l’insuline le muscle 
squelettique humain. Par conséquent, nous avons exploré l'implication potentielle des voies 
«PKC  » et « PP2A » dans des cellules musculaires humaines mises en culture primaire. 
 
B- Résultats 
Nos résultats indiquent que le mécanisme par lequel ces céramides agissent pour réprimer la 
voie insulinique est lié à l’abondance des myotubes en domaines riches en cavéolines présents 
au niveau de la membrane plasmique des cellules. Nous montrons que ces domaines sont très 
abondants et enrichis en céramides dans les cellules L6 comparé aux cellules C2C12, ce qui 
est consistant avec le rôle important qu’ils jouent dans l’inhibition de la PKB/Akt via 
l’activation des PKCs atypiques par les céramides dans les myotubes L6. Dans les cellules 
C2C12 cependant, une voie dépendante de la PP2A prédomine, car peu de céramides sont 
présents au niveau de la membrane plasmique ces cellules.  
De plus, nous montrons pour la première fois que les céramides, produites en réponse à un 
excès de palmitate, inhibent l’activation de la PKB/Akt par l’insuline via l’activation des 
PKCs atypiques dans les myotubes humains en culture.  
Nous avons confirmé des résultats dans des myotubes provenant de patients diabétiques. Nous 
montrons qu’en empêchant l’activation des PKCs atypiques par les céramides, nous 




Notre étude met en évidence des différences mécanistiques clefs par lesquelles les céramides 
inhibent la signalisation insulinique dans les myotubes L6 et C2C12. Nos résultats montrent 
l’importance de la composition/structure membranaire dans la détermination du mode 
d’action des céramides (voie PKCs atypiques ou PP2A) pour perturber la réponse insulinique.  
De plus, pour la première fois, nous mettons en évidence que les céramides privilégient la 
voie PKCs atypiques pour leur mode d’action au niveau humain.   
Ces résultats montrent donc le rôle clef de la structure et de la composition membranaire des 
cellules pour déterminer l’efficacité et/ou la prédominance des mécanismes d’action des 
céramides sur la signalisation insulinique au niveau musculaire. 
Il faudra donc être prudent pour interpréter et comparer les données provenant de ces 
différentes lignées musculaires, particulièrement quand le rôle de dérivés lipidiques comme 
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Le muscle émerge comme un acteur clef dans la régulation de la balance énergétique puisqu’il 
contribue à un captage important du glucose en période postprandial et évite ainsi par la suite 
les hyperglycémies entre les repas. Des observations ont montré que les céramides, dont les 
concentrations sont augmentées au cours de l’obésité et du diabète de type 2, altèrent la 
signalisation insulinique, empêchant ainsi la stimulation par l’insuline du captage du glucose 
au niveau musculaire. Les céramides sont connus pour fonctionner comme second messager 
dans plusieurs processus cellulaires (apoptose, différentiation, insulinorésistance) et leur 
accumulation intracellulaire semble être à l’origine de leurs effets (Summers and Nelson, 
2005). Afin d’être métabolisé en d’autres métabolites lipidiques moins délétères, les 
céramides doivent être transportés du réticulum endoplasmique ou ils sont produits vers 
l’appareil de Golgi. Ce transport se fait principalement par l’intermédiaire d’une protéine 
appelée CERT (CERamide Transport). Cependant, aucune étude jusqu’à aujourd’hui, n’a 
investigué si l’accumulation des céramides observée dans des situations d’insulinorésistance 
est associée ou non à une altération de l’expression/activité de ce transporteur CERT au 
niveau musculaire. Le but de notre étude est d’essayer de savoir si l’expression/activité de 




Dans un premier temps, nous avons quantifié l’expression du transporteur CERT dans 
plusieurs modèles de lipotoxicité musculaire (cellules musculaires en culture traitées avec du 
palmitate, lysats musculaires de souris nourries avec un régime hyper-lipidiques ou souris 
génétiquement obèses ob/ob, myotubes provenant de sujets diabétiques). Dans toutes les 
conditions, nous avons observé une diminution de l’expression de CERT.  
Afin de décrypter les mécanismes à l’origine de l’altération de l’expression de CERT, nous 
nous sommes posés plusieurs questions :  
 
(a) Est-ce que les acides gras insaturés ont le même effet que le palmitate (saturé) 
sur CERT ? 
(b) Est-ce que les céramides produites en réponse au palmitate sont responsables 
de l’altération de CERT ? 
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(c) Est-ce que le stress du RE ou le protéasome, ou des caspases activées dans des 
conditions lipotoxiques sont responsable de cette altération ? 
(d) Est-il possible d’empêcher les céramides d’agir sur la voie insulinique en 
rétablissant l’expression de CERT dans des conditions lipotoxiques ?  
 
Nous avons utilisé les myotubes C2C12 que nous avons traité avec différents types d’acides 
gras (palmitate (saturé), oléate ou linoléate (insaturés)). Nos résultats montrent que seul un 
acide gras saturé (palmitate) agit négativement sur l’expression de CERT. Inversement, les 
acides gras insaturés protègent l’expression de CERT de l’action délétère du palmitate.  
Nous avons aussi traités les cellules directement avec des C2-céramides et à partir de 16h 
d’incubation, l’altération de CERT est observée. 
Nous avons ensuite décrypté le mécanisme par lequel le palmitate inhibe l’expression de 
CERT dans les cellules musculaires. Nous avons mis en évidence que, ni un stress du RE, ni 
le protéasome, deux voies induites par le palmitate, ne relayaient l’action du lipide sur CERT. 
Cependant, des études ont montré que certaines caspases sont activées dans des situations de 
stress pro-apoptotique (Chandran and Machamer, 2012a) et nous avons montré que les 
caspases 3 et 7 sont activées en réponse au palmitate, et qu’elles sont responsables de la 



















Pour déterminer si l’expression de CERT est importante pour le maintien de la sensibilité à 
l’insuline dans des conditions lipotoxiques, nous avons inhibé l’activation des caspases par le 
palmitate, et nous avons suivi la signalisation insulinique en quantifiant la phosphorylation de 
la PKB/Akt, protéine jouant un rôle clef dans la propagation du signal de l’hormone. Nos 
résultats montrent que  l’inhibition de l’activation des caspases en présence de palmitate 
améliore fortement sensibilité à l’insuline des cellules. 
Nous avons ensuite confirmé l’importance du transport des céramides du RE vers le Golgi en 
inhibant artificiellement l’activité ou l’expression de CERT. Dans les deux cas, nous 
montrons que l’action du palmitate sur CERT est potentialisée. 
A l’inverse, nous avons surexprimé CERT dans les myotubes C2C12. Cette surexpression 
compense l’effet inhibiteur du palmitate sur l’expression de CERT endogène et améliore la 
sensibilité à l’insuline dans les cellules musculaires dans des conditions lipotoxiques. 
 
Figure  16: Régulation de l’activité/expression du transporteur CERT. 
Le palmitate régule négativement CERT en : 
  activant la PKD (protéine kinase D) qui phosphoryle les résidus sérine de CERT, diminuant ainsi 
l’activité de CERT. 





Nos résultats montrent que le transporteur CERT joue un rôle important dans les mécanismes 
qui conduisent au développement de l’insulinorésistance musculaire puisque sa présence est 
essentielle pour le maintien d’un trafic normal des céramides entre le RE et le golgi ou ils sont 
transformés en SM.  
La compréhension de la régulation de cet acteur régulant l’accumulation des céramides en 
présence d’excès lipidique est donc un enjeu important car CERT pourrait être une cible 
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Il devient de plus en plus évident que les céramides jouent un rôle important dans la résistance 
à l'insuline, un état métabolique dans lequel les cellules ne parviennent pas à répondre à des 
niveaux normaux d'insuline. Diverses études révèlent qu’un excès d’acides gras libres, 
l'administration de glucocorticoïdes, l'obésité et le manque d'exercice physique sont des 
facteurs importants menant à l’insulinorésistance. En utilisant des cellules en culture, des 
modèles d’animaux et patients humains, il a été démontré que les céramides étaient 
l'intermédiaire lipidique second messager clé commun à toutes ces conditions 
d'insulinorésistance (Summers and Nelson, 2005). 
Des données pionnières ont impliqué les céramides dans le développement d’un phénomène 
de résistance à l'insuline via l'application directe in vitro de ces lipides sur des cellules 
adipocytaires et musculaires en culture. Ces études indiquent que les céramides inhibent 
rapidement le captage du glucose et la synthèse de glycogène insulino-stimulés en bloquant la 
voie de signalisation de l’hormone au niveau de la protéine kinase B (PKB/Akt), une protéine 
qui joue un rôle essentiel dans la régulation de l'utilisation du glucose dans les adipocytes et 
les cellules musculaires en réponse à l’insuline (Summers et al., 1998; Hajduch et al., 2001; 
Wang et al., 1998). 
Dans le contexte de l'obésité associée à une surcharge en acides gras, les céramides sont 
principalement produits de novo à partir d'acides gras saturés (palmitate). Cette synthèse a lieu 
dans le réticulum endoplasmique (RE) par différentes réactions qui commencent par la 
condensation de la L-sérine avec le palmitoyl-CoA pour aboutir après plusieurs réactions à 
des céramides. L’implication des céramides comme relayant l’action délétère des acides gras 
saturés a été confirmé en incubant des cellules musculaires L6 et C2C12 avec du palmitate 
(Schmitz-Peiffer et al., 1999b; Powell et al., 2004b). 
Notre laboratoire a mis en évidence le mécanisme par lequel les céramides inhibent la voie de 
signalisation insulinique dans les cellules musculaires L6 et humaines. Nous avons montré 
que les céramides activent la protéine kinase C atypique PKCδ, qui interagit et phosphoryle le 
domaine PH de la PKB/Akt sur un résidu Thr34/Ser34, induisant ainsi la séquestration de la 
PKB/Akt dans des domaines spécialisés de la membrane plasmique appelé Microdomaines 
Enrichis en Cavéoline (MEC) (Hajduch et al., 2008b). Ce ciblage de la PKB/Akt dans ces 
MEC empêche ainsi la PKB/Akt d’être recrutée à la membrane plasmique où elle est 
normalement activée en réponse à l'insuline (Hajduch et al., 2008b; Powell et al., 2003; 
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Blouin et al., 2010b; Mahfouz et al., 2014a). Nous avons montré que ce mécanisme existe 
aussi bien dans les cellules musculaires L6 (Hajduch et al., 2008b), que dans des myotubes 
humains mis en culture primaire (Mahfouz et al., 2014a). De plus, nous avons montré très 
récemment qu’en empêchant l’activation de PKCδ par les céramides, il était possible 
d’améliorer la réponse à l’insuline des cellules musculaires humaines provenant de sujets 
diabétiques (Mahfouz et al., 2014a). Tous ces résultats indiquent donc que l’accumulation 
d’acides gras saturés (palmitate) dans les cellules est lipotoxique et induit une 
insulinorésistance via la synthèse de céramides. 
Les céramides et leurs dérivés sphingolipidiques jouent un rôle majeur comme seconds 
messagers lipidiques, en particulier dans l’arrêt du cycle cellulaire et l’apoptose (Spiegel et 
al., 1996). Cependant, les réponses cellulaires induites par les céramides dépendent 
grandement de leur localisation subcellulaire. Parce que les céramides sont synthétisés de 
novo dans le RE et sont convertis en sphingomyélines (SM) et en glucosylcéramides (GlcCer) 
au niveau de l'appareil de Golgi, le transport intracellulaire des céramides du RE vers le Golgi 
implique l’existence de transporteurs spécifiques impliquant à la fois des mécanismes 
indépendants et dépendants de l'ATP. 
Les céramides destinés à être métabolisés en GlcCer au niveau de la face cis du Golgi sont 
transportés via un transporteur vésiculaire ATP indépendant. Ce transporteur  assure le 
transport des céramides à longue chaîne (> C20) et n'a pas été bien caractérisé. Nous savons 
juste que son activité est dépendante de la PI3K. 
Les céramides destinés à être transformés en SM sont transportés du RE vers le Golgi par 
l’intermédiaire d’un transporteur non-vésiculaire appelé céramide transporteur (CERT) dont 
l’activité est ATP dépendante.   
Le transporteur CERT transporte efficacement les céramides-C14, -C16, -C18 et -C20, mais 
pas ceux avec de plus longues chaînes acyles. La région carboxy-terminale de CERT, 
constituée de 230 acides aminés, contient un domaine START qui est responsable de la 
liaison stéréospécifique des céramides, alors que la région amino-terminale, constitué de 120 
acides aminés, contient un domaine d’homologie à la pleckstrine (PH) qui se lie au 
phosphatidylinositol 4-monophosphate présent au niveau de l'appareil de Golgi. La zone 
médiane, entre le domaine PH et la  région START, possède un motif peptidique FFAT qui 
interagit avec une protéine membranaire appelée VAP dans le RE. Grâce à ce transporteur 
CERT, les céramides sont extraits de la surface du RE pour être transportés vers le Golgi. 
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Les céramides synthétisés dans le RE sont donc rapidement transportés dans le Golgi via 
CERT et métabolisés en SM, via la SM synthase 1 (SMS1), enzyme qui catalyse la 
conversion de céramides en SM dans ce compartiment subcellulaire. 
De manière intéressante, la transformation des céramides en SM dans l'appareil de Golgi 
pourrait être une étape importante pour empêcher les céramides d'agir négativement dans les 
cellules. Plusieurs raisons nous font penser que les concentrations en SM intracellulaires sont 
inversement corrélées avec la possibilité de développer un diabète de type2. Premièrement, 
une étude métabolomique récente a identifié des métabolites sanguins pouvant être associés 
avec un risque de diabète de type 2. De manière intéressante, ils ont trouvé que des 
concentrations réduites de SM étaient prédictives d’un diabète de type 2 (Floegel et al., 2013). 
De plus, des souris déficientes pour la SMS1 (donc ne produisant plus de SM dans le Golgi) 
présentent de graves anomalies de sécrétion d'insuline et développent un diabète (Yano et al., 
2011b). De plus, un traitement par du palmitate de myotubes C2C12 pour les rendre 
résistantes à l’insuline, a pour conséquence une diminution des concentrations de SM dans les 
cellules (Hu et al., 2011). 
Ces résultats suggèrent donc que la voie de biosynthèse des SM à partir des céramides 
pourrait être protectrice pour les cellules et que des changements de fonctionnalité du 
transporteur des céramides CERT ou/et de la SMS1, pourraient avoir des répercussions 
importantes dans le contrôle du devenir des céramides nouvellement synthétisés. 
Le but de cette étude a donc été d’en savoir un peu plus sur la régulation de 
l’expression/activité de CERT dans des conditions lipotoxiques et de voir si des modulations 
artificielles de son expression/activité pourraient améliorer la sensibilité à l’insuline de 






Matériels- Tous les agents chimiques, l’insuline, le palmitate, et le BSA ont été obtenu chez 
Sigma-Aldrich. Le C2-céramide est obtenu chez Cayman Chemical Company. Les anticorps 
dirigés contre la PKB/Akt totale, la Ser473-PKB/Akt, le Thr308-PKB/Akt et la Ser916-
PKD/PKCμ sont de chez Cell Signalling (New England Biolabs). L’anticorps dirigé contre 
CERT est de chez Bethys Laboratories et celui dirigé contre la β-actine de chez Sigma-
Aldrich. Les anticoprs secondaires peroxidase horseradish anti-lapin, -souris et -chèvre sont 
de chez Laboratoires Jackson et le substrat chimioluminescent est de chez Pierce-Perbio 
Biotechnology. Le D-(U-14C) glucose est de chez PerkinElmer.  
 
Culture des cellules C2C12- Les myoblastes C2C12 ont été maintenus dans un milieu 
Dulbecco Eagle modifié (Gibco) contenant 10% de sérum de veau fœtal. Pour induire leur 
différenciation, les myoblastes arrivés à confluence, ont été incubés dans du DMEM 
contenant 2% de sérum de cheval. La lignée cellulaire est maintenue à 37ºC dans une 
atmosphère humide de 5% CO2. Les myotubes sont utilisés 4 jours après l’induction de leur 
différentiation. 
 
Cellules musculaires squelettiques humaines- Des biopsies de volontaires adultes sains et 
maigres ont été obtenues dans le contexte d’expériences précliniques et cliniques approuvées 
(Vilquin et al., 2005) via la Myobanque de l’Association Française contre les Myopathies 
(AFM), en accord avec la loi bioéthique française (loi no 94-654 of 29 Juillet 1994, modifiée 
22 Janvier 2002). Les échantillons de patients diabétiques adultes ont été obtenus à partir de 
tissu sain après l’amputation. Les échantillons musculaires frais ont été émincés et dissociés 
dans de la collagénase. Les cellules satellites ont été purifiées, cultivées et différenciées en 
myotubes comme décrit précédemment (Hage Hassan et al., 2012). 
 
Expériences ex vitro sur muscle de souris- Des expériences ont été menées sur des modèles in 
vivo d’insulino-résistance : des souris ob/ob (souris présentant une obésité génétique par 
mutation du gène de la leptine) et des souris C57Bl6 présentant une insulino-résistance 
nutritionnelle (souris nourries par régime riche en gras, à 60% de calories, pendant 8 
semaines). Les souris sont élevées en cycle jour/nuit de 12 heures, avec un accès libre à l’eau 
et à la nourriture. L’insulino-résistance a été vérifiée par un test de tolérance au glucose une 
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semaine avant le sacrifice. Après sacrifice, les différents tissus sont prélevés puis congelés 
immédiatement dans de l’azote liquide. Le tissu musculaire provenant des pattes arrières 
(essentiellement muscles soléaire et gastrocnémien) est prélevé, mis en poudre dans un 
mortier, homogénéisé et lysé dans une solution permettant d’extraire les ARN. 
 
Transfection des myotubes C2C12 par des ARN interférents (si RNA) dirigés contre CERT- 25 
nmol/l du siRNA dirigé contre CERT ou la même concentration d’un siRNA non spécifique 
ont été transfectés pendant 96h dans des myotubes C2C12 en utilisant le réactif de 
transfection DharmaFECT. 
 
Infection des myotubes C2C12 par un adénovirus CERT- L’infection des myotubes C2C12 
avec l’adénovirus CERT (150 MOI) a été réalisée le lendemain de l’induction de la 
différenciation  des myoblastes en myotubes. Les myotubes ont été ensuite traités avec du 
palmitate (0.75mM, 16h) et lysés 48h après l’infection. 
 
RT-PCR en temps réel- Les ARN totaux sont extraits des cellules musculaires par la méthode 
de Chomczynsky et Sacchi. Un microgramme d’ARN totaux sont d’abord dénaturés pendant 
10min à 65°C. Aux ARNs sont ensuite ajoutés la transcriptase inverse M-MLV (200U), les 4 
desoxyribonucléotides (1 µM), des hexadésoxynucléotides (6U) de séquence aléatoire qui 
serviront d’amorces pour le début de la RT, et du DTT. Deux tubes témoins sont également 
préparés, l’un contenant de l’eau et le mélange avec enzyme et l’autre témoin négatif 
contenant une fraction de l’un des échantillons et le mélange sans enzyme. Les amorces anti-
sens (20µM) et sens (20µM) du gène à amplifier (CERT de chez Eurogentec) ont pour 
séquences respectivement: TCT-GCT-TAT-CTC-CTG-GTC-TCC-C et CGA-AAG-ATC-
CCA-GCC-TTG-AC. Les résultats sont normalisés en fonction du gène de l’ARN ribosomal 
18S. 
 
Dosage des céramides- Le dosage des concentrations intracellulaires des différentes espèces 
de céramides a été réalisé en collaboration avec Agnieszka Blachnio-Zabielska, Pologne, par 
une analyse par High Performance Layer Chromatography (HPLC) couplée à de la  




Transport de glucose- Le transport de glucose a été mesuré en incubant les cellules avec 10 
µM de 2-deoxy-[3H]-D-glucose (1 µCi/ml) pendant 10 min comme décrit précédemment 
(Blair et al., 1999).  
 
Mesure de l’activité des caspases 3 et 7- Les myoblastes C2C12 ont été traités, soit avec de la 
BSA (1,5%) ou bien avec du palmitate (0.5Mm) en présence ou non de l’inhibiteur des 
caspases Q-VD-Oph (10µM).Après 24h, la mesure d’activité des caspases 3 et 7 sont réalisées 
à l’aide du kit Apo-ONE Homogeneous Caspase-3/7 Assay (Promega). Le principe de ce kit 
est basé sur le clivage d’un substrat par les caspases 3 et 7, le Z-DEVD-Rhodamine 110, qui 
fluoresce alors sous une lumière d’excitation de 521nm. La quantité de produit fluorescent 
générée est mesurée à l’aide d’un lecteur de plaque Fluostar toutes les 6 minutes pendant 2 
heures. Elle est représentative de l’activité caspases 3/7 dans l’échantillon. L’activité 
spécifique des caspases 3/7 est exprimée en valeur arbitraire. Chaque expérience est réalisée 
en tripe. 
 
Fluorescence - Les cellules C2C12 sont ensemencées et différentiées sur coverslip. Les 
myotubes différentiés sont traités avec du palmitate à 0,75mM pendant 16h à 37°C, puis avec 
du Bodipy-C5 céramide (2.5µM, 30min) à 4°c. Les cellules ont ensuite été lavées trois fois 
avec du DMEM contenant 10% de sérum de veau fétal et incubées à 37°C pendant 30 min. 
Les cellules sont ensuite  fixées avec du PBS/0,5% glutaraldéhyde pendant 10 min à 4°c et 
observées au microscope à fluorescence (Abs 404nm). 
 
Préparation des lysats totaux- Les myotubes ont été lavés dans une solution saline 0,9% et lysés 
dans un tampon de lyse approprié (50mM Tris, pH7.4; 0.27M sucrose; 1mM Na-orthavanadate pH10; 
1mM EDTA; 1mM EGTA; 10mM Na-β-glycérophosphate; 50mM NaF; 5mM Na-pyrophosphate; 1% 
(w/v) Triton X-100; 0.1% (v/v) 2-mercaptoéthanol; et un mélange d’inhibiteurs de protéase). Les 
lysats sont ensuite centrifugés 10 minutes à 10 000 g puis conservés à -20 C jusqu’à utilisation. 
 
Immunoprécipitation – 300µg de lysat protéique sont incubés avec 5µg d’anticorps dirigés 
contre CERT la nuit à 4°C. 50µl de billes de sépharose  (protéin A) sont ensuite ajoutées et 
laissées incuber 2 h de plus à 4°C. Le complexe protéique/anticorps/billes est lavée à 4°C 
dans du PBS/NaCl, puis y est ajouté 50µl de tampon Leammli. Le tout est chauffée à 99°C 
pour casser le complexe, centrifugé, et les protéines contenues dans le surnageant sont 




Western Blot- Les échantillons sont dénaturés dans un tampon contenant 360 mM Tris, pH 
6,8 ; 30% glycérol ; 0,015% bleu de bromophénol ; 10% SDS ; 250 mM DTT, puis déposés 
sur un gel dénaturant (SDS) de polyacrylamide à 10%. Les protéines contenues dans le gel 
sont ensuite transférées sur une membrane de nitrocellulose. Les membranes sont ensuite 
incubées avec différents anticorps comme décrit dans les légendes des figures. La détection 
des anticorps primaires se fera grâce à différents anticorps secondaires couplés à la 
peroxydase. Les protéines recherchées sont visualisées par chimioluminescence. 
 
Traitement avec les acides gras- les cellules sont traités avec du palmitate conjugué au BSA 
(sans acide gras) (Hage Hassan et al., 2012). Brièvement, le palmitate (50mM) est dissout 
dans l’éthanol, puis conjugué à de l’albumine (10% BSA wt/vol) dans du DMEM par 
chauffage (37°C pendant 2 heures). La concentration finale de la BSA dans le milieu de 
culture est de 1.5%. 
 
Analyse statistique- Les analyses statistiques ont été faites en utilisant le t test. Les  Data  ont 






Le palmitate altère la distribution intracellulaire des céramides dans la lignée musculaire 
C2C12. 
Afin de déterminer si la distribution intracellulaire des céramides est altérée en présence d’un 
excès d’acide gras, des myotubes C2C12 ont été traités avec du palmitate pendant 16h et du 
Bodipy-C5 céramide est ajouté pendant les 30 dernières minutes d’incubation dans le but de 
mimer la distribution intracellulaire des céramides dans les cellules (figure 1A). Le Bodipy-
C5 céramide est communément utilisé comme marqueur du Golgi en immunofluorescence 
(Marks et al., 2008). 
Dans les cellules contrôles, les céramides fluorescents s’accumulent dans des régions 
juxtanucléaires correspondant à l’appareil de golgi (figure 1A) alors que dans les conditions 
lipotoxiques (palmitate), les céramides fluorescents restent  principalement localisés autour du 
noyau. Ces résultats suggèrent que le palmitate entraîne une diminution du transport des 
céramides du réticulum endoplasmique au golgi. 
 
L’expression de CERT est altérée dans des conditions lipotoxiques dans les cellules 
musculaires. 
La figure 1B montre que l’expression de la protéine CERT est diminuée dans les myotubes 
C2C12 traités avec  palmitate à 0,75mM pendant 16h. Une diminution de l’expression de 
CERT est aussi observée dans des lysats musculaires de souris rendues insulinorésistantes par  
un régime hyperlipidique (8 semaines) et dans des lysats de muscle de souris génétiquement 
obèses et insulinorésistantes (ob/ob) (figure 1C). De même, une diminution d’expression de 
CERT est aussi observée dans des myotubes humains traités avec  palmitate à 0,75mM 
pendant 16h et des cellules musculaires de patients diabétiques par rapport à des cellules 
musculaires contrôles (figure 1D). Il est important de noter que deux variants de CERT 
existent. Ils sont appelés CERT et CERTL (68kDa et 71kDa) (Hanada, 2014), et suivant la 













Figure 1 : Effet de la lipotoxicité sur la localisation subcellulaire des céramides et 
l’expression de CERT dans les cellules musculaires. 
A. Les myotubes C2C12 ont été cultivés sur lamelle et traités avec ou sans palmitate 
(0,75mM) pendant 16 heures, puis avec 5 µM BODIPY-C5 Cer complexé avec de la BSA 
(1:1) pendant 30 min à 4 ° C. Les cellules marquées ont ensuite été incubées à 37 ° C pendant 
30 min et la fluorescence analysée au microscope. (B) Des myotubes C2C12 ont été traités 
avec du palmitate (0.75mM) pendant 16h avant d’être lysées. (C-D) Du muscle de souris HFD  
ou de souris Ob/Ob a été lysé. (E) Des myotubes humain  ont été traités avec du palmitate 
(0.75mM) pendant 16h avant d’être lysées. (F) Des myotubes de sujets contrôles ou de 
patients diabétiques  ont été lysés. Les protéines ont été séparées par électrophorèse sur gel 
d’acrylamide et transférées sur membranes de nitrocellulose. Ces dernières ont été ensuite 




Figure 2: Spécificité tissulaire de l’altération de CERT. 
(A) Des adipocytes isolées ou (B) des hépatocytes isolés de rat de rat ont été traités avec du palmitate (0.75mM) 
pendant 16h avant d’être lysées. (C) Du foie de de souris nourries avec un régime hyperlipidique a été lysé. Les 
protéines ont été séparées par électrophorèse sur gel d’acrylamide et transférées sur membranes de nitrocellulose. 
Ces dernières ont été ensuite incubées avec des anticorps dirigés contre la protéine CERT et la ß-actine 
 
Des résultats similaires ont été observés dans des adipocytes de rats traités avec des 
concentrations identiques de palmitate (0,75mM) pendant 16h (figure 2A). Il est intéressant 
de noter que cette chute d’expression de CERT est tissu-spécifique car elle n’est pas observée 
dans des hépatocytes isolés de rat traitées avec du palmitate (figure 2B) ou des lysats de foie 
de souris sous régime gras (figure 2C).  
Nous avons ensuite voulu savoir si CERT était régulé transcriptionnellement par le palmitate 
dans les cellules musculaires. La figure 3A montre qu’in vivo, les ARNm de CERT ne sont 
pas affectés chez les souris nourris sous régime gras, ni chez les souris ob/ob comparé aux 
souris contrôles. De même, in vitro, l’expression de l’ARNm de CERT n’est pas inhibée en 
réponse à 16h de palmitate dans les myotubes C2C12 (figure 3B), suggérant que l’altération 
de CERT observée dans des conditions lipotoxiques n’est pas transcriptionnelle mais post-
traductionnelle. 
 
Le palmitate augmente les ARNm de SMS1 dans des myotubes C2C12 
La diminution de concentration de SM observée dans les cellules musculaires dans des 
conditions lipotoxiques (Hu et al., 2011) pourrait aussi être la conséquence directe d’une 
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diminution  de l’expression de la SMS1. Nous avons donc mesuré les ARNm de la SMS1 par 
rt-qPCR après un traitement des myotubes C2C12 avec du palmitate et la figure 3C montre 
que, contrairement à ce qu’on s’attendait, le palmitate induit une augmentation par 3 des 
ARNm de la SMS1. Ce résultat suggère que la production de SM à partir de céramides n’est 
pas bloquée au niveau de la réaction catalysée par la SMS1. 
 
      
Figure 3 : Expression des ARNm de CERT et de la SMS1 dans des conditions lipotoxiques. 
(A) Quantification des ARNm de CERT provenant de muscle de souris contrôles ou nourries sur régime 
hyperlipidique par qRT-PCR. (B) Quantification des ARNm de CERT provenant de muscle de souris 
contrôles ou ob/ob par qRT-PCR. (C) Les myotubes C2C12 ont été traités avec du palmitate (0,75mM) 
pendant 16h avant extraction des ARNm. Quantification des ARNm de CERT par qRT-PCR. (D) Les 
myotubes C2C12 ont été traités avec du palmitate (0,75mM) pendant 16h avant extraction des ARNm. 
Quantification des ARNm de la SMS1 par qRT-PCR. * désigne une différence significative (p<0.05) 








Il a été postulé que le type d’acides gras libres, saturés ou insaturés, est critique dans le 
développement de la résistance à l'insuline. En effet, si les acides gras saturés induisent une 
insulinorésistance (Hunnicutt et al., 1994; Vessby et al., 2001), les acides gras insaturés  n’ont 
pas d’effet délétère et protègent même les cellules de l’action négative des acides gras saturés 
(Ryan et al., 2000; Dimopoulos et al., 2006; Coll et al., 2006; Sabin et al., 2007). Afin de 
montrer si les acides gras insaturés peuvent exercer un effet protecteur sur  l’expression de 
CERT en présence de palmitate, des myotubes C2C12 ont été incubé avec du palmitate 
(0,75mM), de l’oléate ou du linoléate (0,3mM). La figure 4A montre que si le palmitate altère 
l’expression de CERT, les 2 autres types d’acides gras n’ont aucun effet (figure 4A). Plus 
intéressant, le traitement des myotubes avec de l’oléate et du  palmitate protège les cellules 
contre l’effet néfaste de ce dernier sur l’expression de CERT (figure 4B).  
Pour décrypter si le palmitate altère l’expression de CERT via les céramides produites, les 
myotubes C2C12 ont été traité directement avec des C2-céramides (céramides à chaine courte 
qui traversent la membrane plasmique par simple diffusion) pendant 2h (50µM) ou 16h 
(20µM). Les myotubes incubés pour une courte durée avec les céramides ont une expression 
de CERT inaltérée alors qu’après 16h d’incubation, l’expression de CERT est diminuée 
(figure 4C). Ces résultats suggèrent que le palmitate altère l’expression de CERT via la 





Figure 4: Effets des acides gras insaturés et des céramides sur l’expression de CERT dans les myotubes 
C2C12. 
(A, B) Les myotubes C2C12 ont été traité  avec du palmitate  (0,75mM), de l’oléate (0,3mM) ou du linoléate 
(0,3mM) pendant 16h avant lyse des cellules. Les protéines ont été séparées par électrophorèse sur gel 
d’acrylamide et transférées sur membranes de nitrocellulose. Ces dernières ont été ensuite incubées avec des 
anticorps dirigés contre la protéine CERT et la ß-actine. (C). Les myotubes C2C12 ont été traité  avec des C2-
céramides (100µM ; 2h, ou 50µM ; 16h). Les protéines ont été séparées par électrophorèse sur gel d’acrylamide 
et transférées sur membranes de nitrocellulose. Ces dernières ont été ensuite incubées avec des anticorps dirigés 
contre la protéine CERT et la ß-actine. 
 
Effet du palmitate sur la phosphorylation de CERT : implication de la protéine kinase D. 
L’activité de CERT est connue pour être régulée négativement par la phosphorylation de son 
résidu Ser132 par la protéine kinase D (PKD). La PKD contient deux domaines riches en 
cystéines qui se lient au diacyl glycérol, un domaine PH qui remplit une fonction auto-
inhibitrice, et un domaine kinasique. La PKD est activée par phosphorylation de son résidu 
Ser 960 en réponse à différents stress (Franz-Wachtel et al., 2012). Cette kinase est localisée 
dans le cytosol, le noyau, le Golgi, et dans la membrane plasmatique, où elle régule divers 
processus cellulaires tels que la prolifération cellulaire, la survie cellulaire, le trafic des 
vésicules, et les réponses cellulaires immunitaires (Wakana et al., 2012). Il a été montré que  
la phosphorylation de la sérine 132 de CERT par la PKD diminue l'affinité de CERT pour le 
phosphatidylinositol 4-phosphate au niveau du Golgi,  réduisant ainsi l'activité de transfert des 
céramides par CERT (Fugmann et al., 2007b). Ainsi, l'interdépendance de la  PKD avec 
CERT est cruciale pour le maintien du transport des céramides du RE vers le Golgi.  
La figure 5A montre que, dans les myotubes C2C12, le palmitate induit la phosphorylation de 
PKD sur son résidu sérine 960. De plus, le palmitate induit la phosphorylation de CERT sur 
son résidu sérine 132  parallèlement à sa diminution d’expression protéique (figure 5B).  
La perte de phosphorylation de CERT en réponse au palmitate dans des cellules traitées avec 
un inhibiteur de la PKD, le  kb NB 142-70 (figure 5B), démontre que la sérine 132 est la cible 
de la PKD en présence du lipide. 
Tous ces résultats montrent que CERT est régulé négativement au niveau de son expression, 




                              
Figure 5 : Effet du palmitate sur la phosphorylation de la PKD et de CERT dans des myotubes C2C12. 
(A) Les myotubes C2C12 ont été traités avec du palmitate (0,75mM) pendant 16h, puis avec de l’insuline 
(100nM) pendant 10min avant d’être lysés. Les protéines ont été séparées par électrophorèse sur gel 
d’acrylamide et transférées sur membranes de nitrocellulose. Ces dernières ont été ensuite incubées avec des 
anticorps dirigés contre le résidu Ser960 de la PKD,  Ser473 de la PKB/Akt et la ß-actine. (B) Les myotubes 
C2C12 ont été traités avec du palmitate (0,75mM) pendant 16h puis lysés. CERT est ensuite immunoprécipité et 
les protéines sont séparées sur gel d’acrylamide et transférées sur une membrane de nitrocellulose. Cette dernière 
est ensuite incubée avec des anticorps dirigés contre les protéines phosphorylées sur un résidu sérine, CERT et la 
ß-actin 
Le stress RE et le protéasome ne relaient pas l’action du palmitate sur l’expression de CERT 
Nous avons montré précédemment que le palmitate pourrait induire un stress du réticulum 
endoplasmique (RE) dans les cellules musculaires (Hage Hassan. et al., 2012). Cependant, si 
l’activation de ce dernier entraine une insulino-résistance dans les hépatocytes in vitro (Lim et 
al., 2009), l’équipe a montré récemment qu’il ne joue pas de rôle dans la progression de 
l’insulino-résistance musculaire (Hage Hassan. et al., 2012). Il est donc improbable que le 
stress du RE induit par le palmitate relaie l’action du lipide sur l’expression de CERT. Pour le 
vérifier, nous avons traité les cellules C2C12 avec du palmitate pendant 16h en présence ou 
non d’acide tauroursodesoxycholique (TUDCA), une chaperonne chimique qui inhibe le 
stress du RE (Miller et al., 2007) ou du 4-PBA (l’acide 4-phényl butyrique) qui inhibe aussi le 
stress RE en stabilisant la structure des protéines. Nous avons utilisé aussi la tunicamycine (un 
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inducteur chimique du stress RE en inhibant la N-glycosylation des protéines) comme 
contrôle positif d’une activation du stress du RE).  
La figure 6A montre que la protéine chaperonne GRP78, marqueur d’un stress du RE, est 
fortement induite en présence de tunicamycine, alors que le palmitate n’induit que très 
légèrement son expression (figure 6A). Cependant, l’expression de CERT n’est altérée qu’en 
présence de palmitate et l’inhibition du stress du RE en présence de TUDCA ou de PBA 
n’empêche pas le lipide de diminuer d’expression de CERT dans les myotubes C2C12 (figure 
6A). 
Ces résultats montrent que le stress RE, activé par le palmitate, ne joue pas de rôle dans la 
diminution d’expression de CERT observée en présence du lipide. 
 
Un autre mécanisme impliqué pourrait être une dégradation de CERT par le protéasome. Le 
protéasome joue un rôle majeur dans la plupart des processus biologiques, notamment au 
travers de la dégradation régulée de protéines régulatrices (Zhou et al., 2007). Cette voie de 
dégradation était à être évaluée même si son activation en réponse au palmitate dans les 
cellules musculaires est sujette à débat (Yang et al., 2013). Nous avons donc traité des cellules 
C2C12 avec du palmitate pendant 16h en présence ou non de MG132, un inhibiteur spécifique 
du protéasome cellulaire.  
La figure 6B montre que le traitement des cellules avec le MG132 n’a aucun impact 




                      
Figure 6 : Implication du stress du réticulum ou du protéasome dans la régulation de l’expression de CERT 
dans des conditions lipotoxiques. 
(A) Les myotubes C2C12 ont été traité avec de la tunicamycine (0,5µg/ml) ou du palmitate (0,75mM) pendant 
16h, en présence ou non de PBA (5mM) ou de tudca (1mM) avant d’être lysés. Les protéines ont été séparées par 
électrophorèse sur gel d’acrylamide et transférées sur membranes de nitrocellulose. Ces dernières ont été ensuite 
incubées avec des anticorps dirigés contre la protéine CERT, GRP78 et la ß-actine. (B) les myotubes C2C12 ont 
été traité avec du palmitate (0,75 mM), en présence ou non de Mg 132 (1µM) avant d’être lysés. Les protéines 
ont été séparées par électrophorèse sur gel d’acrylamide et transférées sur membrane de nitrocellulose. Cette 
dernière a été ensuite incubée avec des anticorps dirigés contre CERT et  la β-actine.  
 
Altération de l’expression de  CERT : un mécanisme caspase-dépendant. 
Afin de  décrypter le mécanisme régulant l’expression de CERT en réponse au palmitate dans 
les cellules musculaires, notre équipe s’est intéressée à l’action des caspases. En effet, une 
étude récente a montré que CERT pouvait être clivé par l’intermédiaire de 3 caspases (2, 3 et 
9) durant un stress pro-apoptotique induit par le TNFα dans des cellules HeLa, résultant à une 
perte de fonction de CERT et une diminution de la synthèse de novo de sphingomyéline dans 
le Golgi (Chandran and Machamer, 2012b). Nous nous sommes donc demandé si un 
mécanisme similaire pouvait intervenir dans nos cellules musculaires en réponse au palmitate. 
Pour tester cette hypothèse, nous avons traité des cellules musculaires avec du palmitate 
pendant 16h en présence ou absence d’un inhibiteur large des caspases, le QVDH-OPH qui 
inhibe les caspases 3,7 et 9 (Caserta et al., 2003). La figure 7 montre que le palmitate active 
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l’activité des caspases 3 et 7 (figure 7A) et inhibe l’expression de CERT (figure 7B) dans les 
myotubes C2C12, entrainant une perte de la réponse insulinique (diminution de la 
phosphorylation de la PKB/Akt en réponse à l’hormone) (figure 7B). Cependant, le QVDH-
OPH qui bloque l’activité caspase en présence de palmitate (figure 7A), empêche l’altération 
de l’expression de CERT en réponse au palmitate (figure 7B), et restaure le signal insulinique 
induisant la phosphorylation de la PKB/Akt (figure 7B). 
 
 
Figure 7 : Implication des caspases dans la régulation de l’expression de CERT et de la sensibilité à l’insuline 
dans les myotubes C2C12 en présence de palmitate. 
Les myotubes C2C12 ont été traités avec du palmitate (0,75mM) pendant 16h en présence ou non de Q-VD-Oph 
non-o-methylated (20µM). (A) L’activité des caspases 3/7 a été mesurée à l’aide du kit Apo-ONE Homogeneous 
Caspase-3/7 Assay. (B) Les protéines ont été séparées par électrophorèse sur gel d’acrylamide et transférées sur 
membrane de nitrocellulose. Cette dernière a été ensuite incubée avec des anticorps dirigés contre CERT, le 




Influence de la modulation d’expression de CERT sur la sensibilité à l’insuline musculaire. 
Les résultats décrits plus haut indiquent que la régulation de l’expression de CERT par le 
palmitate pourrait jouer un rôle critique dans les effets délétères des acides gras saturés dans 
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les cellules musculaires, en empêchant la biosynthèse des SM à partir des céramides dans les 
conditions lipotoxiques. 
L’étape suivante a donc été d’essayer de déterminer si une chute d’expression fonctionnelle 
de CERT provoquée artificiellement joue un rôle dans la perte de sensibilité à l’insuline des 
cellules en présence d’excès lipidique.  
Nous avons inhibé l’expression de CERT dans les cellules musculaires avec l’aide d’un 
siRNA dirigé contre CERT ou d’un inhibiteur de CERT, le (SM).N-(3-Hydroxy-1-
hydroxymethyl-3-phenylpropyl) dodecanamide (HPA12), synthétisé par l’équipe de Berkes, 
Bratislava, Slovaquie). Le HPA12 agit comme un analogue compétitif des céramides (Yasuda 
et al., 2001) et empêche les céramides d’être transportées par CERT (Duris et al., 2011).  
La figure 8A montre que le palmitate à 0,1mM induit une faible biosynthèse des espèces de 
céramides normalement transportées par CERT du RE vers le Golgi (C16, C18 :1, C18 et 
C20) (Kumagai et al., 2005; Hanada et al., 2007b). A cette faible concentration, le palmitate 
n’a aucun effet négatif sur l’expression de CERT et n’inhibe pas la phosphorylation de la 
PKB/Akt en réponse à l’insuline (figure 8B). De manière intéressante, en présence de HPA12, 
le palmitate à 0,1mM semble produire plus de céramides (figure 8A), suggérant que le HPA12 
a bien inhibé CERT et empêche les céramides produites dans le RE en réponse au palmitate 
d’être métabolisées en SM dans le Golgi. L’inhibition du transport des céramides du RE vers 
le Golgi en présence du HPA12 potentialise donc l’action inhibitrice du palmitate  sur la 
phosphorylation de la PKB en réponse à l’insuline (figure 8B).  
A 0,75mM, par contre, l’effet du palmitate sur CERT est maximum (faible expression de 
CERT, figure 8B), et l’HPA12 ne potentialise plus l’action délétère du lipide sur la PKB/Akt 
(figure 8B). 
Pour confirmer l’importance d’effet néfaste de la diminution de l’expression de CERT sur la 
sensibilité à l’insuline dans les cellules musculaire C2C12, nous avons inhibé l’expression de 
CERT à l’aide d’un ARN interférant dirigé contre CERT. Nous avons ensuite incubé les 
cellules transfectées avec l’ARN interférant avec du palmitate  (0,1mM) pendant l6h. La 
figure 8C montre que, contrairement au palmitate, l’ARN interférant dirigé contre CERT a 
bien induit la dégradation des ARNm de CERT dans les myotubes C2C12. La figure 8D 
montre qu’à 0,1mM, le palmitate n’induit qu’une légère diminution de l’expression de CERT, 
sans effet notable sur la phosphorylation de la PKB/Akt. Par contre, dans les cellules 
transfectées avec l’ARN interférant dirigé contre CERT, nous observons une absence totale 
d’expression de CERT associée à aussi une potentialisation de l’action du palmitate sur la 
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PKB/Akt, ce qui confirme que l’absence d’expression de CERT potentialise l’action du 




Figure 8 : Effet de la modulation de l’activité/expression de CERT sur la sensibilité à l’insuline dans les 
myotubes C2C12 en présence de palmitate.  
(A) Les myotubes C2C12 ont été traités avec du palmitate (0,1mM) pendant 16h en présence ou non d’ HPA 12 
(10µM). Les lipides ont été ensuite extraits et les différentes espèces de céramides quantifiées par spectrométrie 
de masse. (B) Les myotubes C2C12 ont été traités avec du palmitate (0,1mM) pendant 16h en présence ou non d’ 
HPA 12 (10µM), puis avec de l’insuline (100nM) pendant 10min avant d’être lysés. Les protéines sont séparées 
par électrophorèse sur gel d’acrylamide et transférées sur membrane de nitrocellulose. Cette dernière a été 
ensuite incubée avec des anticorps dirigés contre CERT, le résidu Ser473 de la PKB/Akt et la PKB/Akt totale. 
(C) Les myotubes C2C12 ont été transfectés avec un siRNA CERT (5µM, 72h) ou un siRNA contrôle sc (5µM, 
72h), puis traités avec du palmitate (0,5mM) pendant 16h avant extraction des ARN totaux. Les ARNm de 
CERT ont été ensuite quantifiés par qRT-PCR. (D) Les myotubes C2C12 ont été transfectés avec un siRNA 
CERT (5µM, 72h) ou un siRNA contrôle sc (5µM, 72h), puis traités avec du palmitate (0,5mM) pendant 16h et 
de l’insuline (100nM) pendant 10min. Les cellules ont été lysées, les protéines séparées par électrophorèse sur 
gel d’acrylamide et transférées sur membrane de nitrocellulose. Cette dernière a été ensuite incubée avec des 
anticorps dirigés contre CERT, le résidu Ser473 de la PKB/Akt et  la β-actine. 
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Pour confirmer l’importance de l’expression de CERT dans le maintien de la sensibilité à 
l’insuline dans des conditions lipotoxiques, nous avons surexprimé CERT dans des myotubes 
C2C12 en utilisant un adénovirus produisant CERT et nous avons traité ensuite  les cellules 
avec du palmitate (0,75mM) pendant 16h. La figure 9 montre que CERT (fusionné avec la 
green fluorescente protein, GFP) est bien surexprimé dans nos cellules. De plus, la 
surexpression de CERT empêche les céramides produits en réponse au palmitate d’inhiber la 
phosphorylation de la PKB/Akt sur ses deux sites Thr308 et Ser473 normalement induite en 
réponse à l’insuline (figure 9). 
Ces résultats confirment donc l’importance du transport des céramides du RE vers le Golgi, et 
d’empêcher leur accumulation dans le RE. 
 
                    
Figure 9 : Effet de la surexpression de CERT sur la sensibilité à l’insuline dans les myotubes C2C12 en 
présence de palmitate. 
Les myotubes C2C12 ont été infectés avec un adénovirus exprimant la protéine de fusion CERT-GFP, puis 
traités avec du palmitate (0,75mM) pendant 16h, suivi d’un pulse d’insuline en fin d’incubation (100nM, 10min). 
Les cellules ont été lysées, les protéines séparées par électrophorèse sur gel d’acrylamide et transférées sur 
membrane de nitrocellulose. Cette dernière est ensuite incubée avec des anticorps dirigés contre la GFP, le résidu 
Ser473 de la PKB/Akt et la β-actine. 
 
 
Enfin, évaluer si les modifications d’expression de CERT dans des conditions lipotoxiques 
avait des conséquences physiopathologiques, nous avons mesuré le transport de glucose dans 
des myotubes C2C12 pré-traités avec le HPA12 (inhibe l’activité de CERT) ou bien avec le 
Q-VD-Oph (inhibiteur de caspases), puis ensuite  avec du palmitate pendant 16h.  
La figure 10 montre que l’insuline induit une augmentation de 40% du transport de glucose 
dans les myotubes C2C12. Cette stimulation est complètement perdue quand les cellules sont 
pré-traitées avec du palmitate à 0,5mM.  
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Si à 0,1mM, le palmitate n’a aucun effet significatif sur le transport de glucose insulino-
stimulé (figure 10), en présence de HPA12, l’action du palmitate à 0,1mM est aggravée et ce 
dernier inhibe la stimulation du transport de glucose par l’insuline (figure 10). Ce résultat 
confirme l’effet potentialisateur du HPA12 sur l’action du palmitate à 0,1mM sur la voie 
insulinique (figure 8B). A l’inverse, l’inhibiteur de caspase Q-VD-Oph empêche le palmitate 
à 0,5mM d’inhiber le transport de glucose insulino-stimulé (figure 10), confirmant ainsi 
l’importance d’une expression optimale de CERT pour empêcher l’action délétère des 
céramides sur la voie insulinique. 
 
 
                                        
Figure 10 : Mesure du transport de glucose dans les myotubes C2C12 en présence de palmitate. 
Les myotubes C2C12 ont été traité avec du palmitate (0,1mM ou 0,5mM) pendant 16h en présence ou non de 
HPA-12 (10µM) ou de QVD-Oph (20µM). Le transport de glucose a été mesuré traitement des cellules avec de 
l’insuline (100nM) pendant 30min. Les résultats sont la moyenne de 5 expériences différentes.* différence 








Nous avons mis en évidence l’existence d’une voie métabolique qui pourrait être importante 
pour empêcher les céramides de s’accumuler dans les cellules dans des conditions 
lipotoxiques. En effet, la conversion des céramides en SM pourrait être une étape clef pour 
contrer l’action délétère des céramides sur la voie insulinique car une approche 
métabolomique récente a montré l’existence de nombreux métabolites circulants dont une 
augmentation ou une diminution d’expression pouvait être indépendamment prédictive d’un 
diabète (Floegel et al., 2013). De manière singulière, les SM appartiennent à la seconde 
catégorie et pourraient donc être des candidats intéressant en clinique pour essayer d’identifier 
des individus à risque, dans le but de retarder ou même prévenir le début de la maladie. Au vu 
de ces données, les mécanismes impliqués dans les variations intracellulaires de SM sont donc 
d’autant plus important à comprendre. 
Nous avons mis en évidence dans les cellules musculaires un défaut de transport des 
céramides du RE vers le Golgi. Ce défaut est la conséquence d’une altération de 
l’expression/activité de CERT, protéine impliquée dans ce transport. En effet, dans des 
conditions lipotoxiques, l’expression de CERT, mais aussi son activité, sont très fortement 
réduites et l’accumulation de céramides dans le RE qui en découle participe surement au 
mécanisme qui inhibe la voie insulinique, car si on les pousse vers le Golgi en surexprimant 
CERT, on rétablit la sensibilité à l’insuline des cellules en présence d’excès d’acides gras. Ces 
données suggèrent donc que CERT joue un rôle crucial dans la régulation du métabolisme 
sphingolipidique dans des conditions lipotoxiques.  
Les variations d’expression de CERT observées dans cette étude ne sont pas sans précédent. 
En effet, une étude a montré dans la lignée cancérigène HeLa qu’un stress pro-apoptotique 
(induit par le TNFα) pouvait aussi avoir comme conséquence une inactivation de CERT via 
son clivage par les caspases (Chandran and Machamer, 2012b).Comme dans notre étude, le 
défaut de transport des céramides observés a pour conséquence une diminution de biosynthèse 
des sphingomyélines (Chandran and Machamer, 2012b). 
Contrairement à CERT, le palmitate induit  une augmentation des ARNm de la SMS1, 
enzyme qui catalyse la transformation des céramides en SM au niveau du Golgi. Ce résultat 
peut paraitre un peu étrange car le palmitate induit une diminution des concentrations de SM 
dans les cellules (Hu et al., 2011). Cependant, cette contre-régulation intervient peut-être pour 
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que, dans des conditions lipotoxiques, la cellule essaye de maintenir des concentrations de SM 
stables, même quand les concentrations de céramides dans le Golgi sont diminuées. 
Il semble qu’un défaut de biosynthèse des SM ait des conséquences néfastes non seulement 
sur la sensibilité à l’insuline des cellules musculaires mais aussi au niveau pancréatique. En 
effet, chez des souris SMS1 KO, il a été montré qu’une perte de synthèse de SM entraine une 
hyperglycémie associée à une inhibition des cellules bêta pancréatiques pour sécréter de 
l’insuline (Yano et al., 2011b). Les auteurs ont montré que, comme dans les cellules 
musculaires, l’accumulation de céramides dans les cellules bêta pancréatiques est délétère et 
conduit à l’apparition d’un stress oxydant et à des défauts de sécrétion d’insuline (Yano et al., 
2011b). 
En plus de la SMS, une autre enzyme, la sphingomyélinase (SMase), joue un rôle très 
important dans la régulation de la balance céramide/SM dans les cellules. La SMase 
transforme des SM en céramide et son expression est augmenté chez des patients 
insulinorésistants (Straczkowski et al., 2007b; Pralhada et al., 2013). De plus, une étude 
récente montre que l’inhibition de la SMase dans les cellules musculaires empêche l’action 
délétère du palmitate sur la sensibilité à l’insuline (Verma et al., 2014), confirmant donc 
l’importance de la régulation de l’axe céramide/SM pour le maintien d’une sensibilité à 
l’insuline optimale. 
Comme les SM produites dans le Golgi, celles synthétisées au niveau des membranes à partir 
de céramides via la SMS2 semblent tout aussi importante quant à la régulation du 
métabolisme glucido-lipidique des cellules. En effet, Mitsutake et coll. (2011) ont révélé que 
la SMS2 était associée au transporteur lipidique CD36/FAT et à la cavéoline-1 (Mitsutake et 
al., 2011b). La cavéoline-1 est un composant structural majeur de microdomaines spécifiques 
appelés cavéoles et ces dernières jouent un rôle majeur dans l’entrée des lipides et des 
nutriments via une endocytose cavéolaire dépendante (Doherty and McMahon, 2009), qui 
conduit à la maturation des gouttelettes lipidiques (Farese, Jr. and Walther, 2009). L’activité 
de la SMS2, qui régule les concentrations membranaires de céramides et de SM, module donc 
l’environnement lipidique et la fonction de ces cavéoles. De façon surprenante, Mitsutake et 
coll. (2011) ont montré qu’une absence de SMS2 (donc une diminution de production de SM 
membranaire) chez des souris nourries avec un régime hyperlipidique induit un changement 
structural de la membrane plasmique et empêche l’apparition d’une obésité et d’une 
insulinorésistance (Mitsutake et al., 2011b). Ces résultats montrent, qu’au contraire des SM 
produites dans le Golgi via la SMS1, celles synthétisées dans les membranes plasmiques sont 
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plutôt délétères dans un environnement lipotoxique et elles favorisent l’entrée des lipides dans 
les cellules via une endocytose cavéolaire.  
En résumé, notre étude met en évidence que l’intégrité du transport des céramides du RE vers 
le Golgi pour y être transformées en SM est altérée dans des conditions lipotoxiques et que 
son rétablissement artificiel empêche les céramides de s’accumuler dans le RE et ainsi d’agir 
négativement sur la voie de signalisation insulinique. 
L’élucidation complète de la régulation de CERT en réponse à un excès d’acides gras nous 
permettra peut-être l’identification de nouvelles cibles thérapeutiques, préalable au 
développement de molécules susceptibles de combattre le diabète de type 2. 
 
A plus long terme, l’équipe veut développer des peptides inhibiteurs capable d’empêcher 
l’interaction d’une ou des caspases avec le site de clivage présent dans la protéine CERT. De 
plus, nous voudrions développer des souris surexprimant CERT spécifiquement dans les 
cellules musculaires. Dans l’optique de valider nos résultats in vivo, nous avons développé un 
mutant de la protéine CERT non phosphorylable par la PKD en mutant la sérine-132 de 
CERT en alanine (CERT-S132A) et des travaux futurs de surexpression de ce mutant 
constitutivement actif directement dans le muscle de souris nourries avec un régime 
hyperlipidique sont à envisager. De même, notre équipe est en cours d’inhiber l’activité de 
CERT en utilisant le HPA-12 chez des souris hyperlipidiques et de suivre le degré d’altération 
de la sensibilité musculaire à l’insuline. 
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        Notre société moderne et active a un besoin essentiel, manger vite. La restauration rapide 
satisfait ce besoin et leurs services répondent bien aux attentes de cette clientèle active et 
pressée. D’où la notion du Fast-food qui vient remplacer peu à peu l’alimentation 
traditionnelle et équilibrée. Parmi les conséquences de ce mode de nutrition, deux aspects 
physiopathologiques se sont installés au sein de notre société : l’obésité et le DT2. En effet, la 
consommation mal contrôlée de cette nourriture riche en acides gras saturés (majoritairement 
le palmitate) augmente le risque de stockage dans les cellules non-adipocytaires d’un dérivé 
lipidique appelé céramides. Les céramides sont connus pour altérer le métabolisme glucidique 
au niveau des tissus insulino-sensibles comme le muscle squelettique, le foie et le tissu 
adipeux. Vu que le muscle squelettique constitue un tissu majeur pour le captage glucidique 
durant les périodes post prandiales, évitant ainsi les hyperglycémies, une altération à ce 
niveau pourrait avoir des conséquences importantes comme une insulinorésistance, qui à long 
terme laisse place au DT2. 
Mon travail de thèse s’inscrit dans le cadre de la lutte contre l’insulinorésistance musculaire, 
qui n’est pas une pathologie en tant que telle, mais plutôt la conséquence d’une gluco-
lipotoxicité environnementale. C’est pourquoi la compréhension des mécanismes 
moléculaires sous-jacents relayant l’action délétère des céramides est de première urgence. 
 
Les céramides sont produits par 3 voies : la voie de novo qui s’effectue dans le RE et utilise le 
palmitoyl-CoA comme substrat, la voie des sphingomyélinases à partir des SM au niveau de 
la membrane plasmique et la voie de recyclage à partir de sphingolipides complexes dans les 
lysosomes.  
Dans des conditions lipotoxiques, les deux premières voies sont majoritairement stimulées.  
Il a été montré que dans ces conditions, l’expression de certaines enzymes de la voie de novo 
(SPT, CerS) (Futerman and Riezman, 2005; Futerman, 2006) est augmentée et que leur 
inhibition in vitro (SPT), ou in vivo (DES1) prévient largement les effets de la lipotoxicité sur 
la sensibilité à l’insuline (Miklosz et al., 2013; Holland et al., 2007). Des études ont aussi mis 
en évidence l’augmentation de l’expression de la nSMase2 membranaire (enzyme clef de la 
voie des  sphingomyélinases) chez des rongeurs et des patients insulinorésistants 
(Straczkowski et al., 2007). De plus, l’expression de la  nSMase 2 est augmentée in vitro en 
réponse au palmitate (Verma et al., 2014) ou à les cytokines pro-inflammatoires comme le 
TNFα  (Kim et al., 2008; Ito et al., 2009). Dans cette étude, l’inhibition artificielle des SMase 
à l’aide du GW4869 protègent les cellules musculaires C2C12 de l’insulinorésistance induite 
par le palmitate (Verma et al., 2014). 
142 
 
n’avait été avancée pour essayer d’expliquer les différences mécanistiques observées entre les 
deux lignées musculaires. Toutes deux se différentient en myotubes quand les concentrations 
en sérum du milieu de culture sont diminuées et semblent partager des caractéristiques  
musculaires semblables.  
Cependant, il y a quelques années, notre groupe avait remarqué que l’activation de l’un ou 
l’autre mécanisme était dépendant de la structure membranaire des cellules (Blouin et al., 
2010a). En effet, dans des cellules comme les adipocytes qui possèdent une membrane 
plasmique très riche en cavéoles où les céramides s’accumulent et se concentrent, c’est le 
mécanisme « PKC atypique » qui prévaut pour inhiber la PKB/Akt (Blouin et al., 2010a). Par 
contre, dans des cellules pauvres en cavéoles (fibroblastes), les céramides sont moins 
présentes au niveau de la membrane plasmique et leur accumulation subcellulaire différente 
dans des conditions lipotoxiques implique qu’elles inhibent la PKB/Akt en la déphosphorylant 
par l’intermédiaire de la phosphatase PP2A (Blouin et al., 2010a).  
Dans la première étude de ma thèse, nous avons émis l’hypothèse qu’une différence de 
concentration en cavéoles des membranes des myotubes C2C12 par rapports aux membranes 
de myotubes L6 pourrait expliquer les différentes voies utilisés par les céramides pour inhiber 
la signalisation insulinique dans les deux modèles cellulaires. Nos résultats montrent que c’est 
le cas, les myotubes C2C12 exprimant beaucoup moins de cavéoles que les myotubes L6. 
Parallèlement, beaucoup moins de céramides s’accumulent au niveau de la membrane 
plasmique dans les myotubes C2C12 que dans les myotubes L6. Ces résultats expliquent donc 
le fait que les céramides agissent négativement majoritairement via l’activation de la PP2A 
dans les myotubes C2C12, alors que dans les myotubes L6, riches en cavéoles, les céramides 
activent les PKC atypiques qui séquestrent la PKB/Akt au niveau des cavéoles.  
Les résultats de mon étude indiquent donc que, dans les cellules musculaires, les 
concentrations cavéolaires membranaires des myotubes dictent en parti la localisation 
subcellulaire des céramides et leur mode d’action (activation des PKC atypiques ou de la 
PP2A) sur la voie de signalisation insulinique. 
Qu’en est-il dans des « vrais » myotubes comme les myotubes humains ? 
Pour répondre à cette question nous avons mis en culture des cellules satellites humaines 
obtenues après dissociation par de la collagénase de biopsies de muscles de sujets contrôles. 
Ces biopsies ont été obtenues via une collaboration avec le Dr Jean-Thomas Vilquin  qui 
travaille à l’Institut de Myologie (la Pitié Salpêtrière, Paris). L’intérêt de ces cellules 
musculaires humaines mises en culture par rapport à l’utilisation directe de biopsies 
musculaires est leur facilité de traitement par différents effecteurs. Par contre, leur point faible 
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est que les cellules sont entretenues dans un environnement différent de celui rencontré chez 
l’organisme vivant, les interactions tissu-tissu et tissu-organisme étant inexistantes. 
Cependant, il faut noter que les cellules musculaires humaines en culture répondent à 
l’insuline de façon identique à ce qui est observé dans les myotubes L6 et C2C12. 
Après traitement des myotubes humains avec du palmitate, nous avons été les premiers à 
mettre en évidence que les céramides ainsi produites induisent une perte de réponse des 
cellules à l’insuline via l’activation de la PKCδ, l’inactivation de la voie « PP2A » ne 
contrecarrant pas l’action négative des dérivés lipidiques sur la voie insulinique. Nos résultats 
montrent donc que c’est la voie activant les PKC atypiques qui prédomine dans des myotubes 
humains.  
De façon intéressante, nous avons confirmé la dominance de cette voie sur celle impliquant la 
PP2A dans des myotubes humains en traitant des myotubes humains en culture provenant 
d’amputations de jambes de patients diabétiques (obtenues en collaboration avec le Dr Olivier 
Bourron, La Pitié Salpêtrière). Nous avons montré que le traitement de ces myotubes avec du 
Ro 81-3220 (inhibiteur des PKCs) reversait l’insulino-résistance des cellules, l’inhibition de 
la voie impliquant la PP2A n’ayant aucun effet. 
Les résultats de cette étude montrent donc pour la première fois que dans des « vrais » 
myotubes humains, les céramides produites dans des conditions lipotoxiques inhibent la voie 
de signalisation insulinique via l’activation des PKC atypiques. Bien sûr, ces résultats obtenus 
ex vivo sont quand même sujet à caution et il faudrait les confirmer en travaillant directement 
sur des explants de muscle humain, sains ou diabétiques en essayant de regarder une co-
localisation éventuelle de la PKB/Akt et des PKC atypiques au niveau des cavéoles 
membranaires. 
 
Néanmoins, au vu de ces résultats, la question suivante est de savoir si les protéines activées 
par les céramides pour inhiber la voie de signalisation insulinique pourraient servie de cibles 
thérapeutiques dans l’objectif de contrecarrer l’action délétère des céramides. La réponse est 
surement négative concernant les PKC atypiques car ces dernières sont impliquées dans la 
régulation de nombreuses autres voies de signalisation intracellulaires comme celle régulant la 
translocation des vésicules contenant GLUT4 et l’activation du captage du glucose (Farese, 
2002; Farese et al., 2007; Liu et al., 2010), mais aussi dans la régulation de la transduction du 
signal mitogénique (Berra et al., 1993) et de l’activation du facteur nucléaire NF-Kappa B 
(Diaz-Meco et al., 1993). 
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Il semble donc que la seule façon de combattre l’action des céramides serait d’empêcher leur 
accumulation cellulaire. Deux possibilités existent pour arriver à ce résultat : (i) en bloquant 
la/les voies de biosynthèse des céramides ou (ii) en poussant le métabolisme des céramides 
vers d’autres dérivés sphingolipidiques moins nocifs.  
 
La première possibilité semble la plus facile à réaliser vu que de nombreux inhibiteurs de la 
voie de biosynthèse de novo des céramides sont déjà disponibles commercialement. 
Cependant, une étude du groupe de Summers (Holland et al., 2007) a montré les limites de 
cette approche. En effet, ils ont généré des souris pour lesquelles le gène codant pour la 
dihydroceramide désaturase 1 (DES-1), enzyme désaturant les dihydrocéramides pour donner 
les céramides (Schulze et al., 2000). Mises sous dexaméthasone pour induire une insulin-
résistance, ces souris ne produisent pas de céramides et sont beaucoup moins insulino-
résistantes que des souris contrôles dans les mêmes conditions. Cependant, les souris DES-1 
KO présentent des retards de croissance majeurs, de nombreuses anormalités physiologiques 
et meurent 8 à 10 jours après leur naissance (Holland et al., 2007). 
En conclusion, bloquer complètement la voie de biosynthèse de novo des céramides a un effet 
bénéfique sur la sensibilité à l’insuline des animaux sous régime lipotoxique mais les tue à 
court terme, l’absence complète de synthèse de céramide (et des dérivés sphingolipidiques qui 
en découlent) étant surement très délétère, aussi bien au niveau des structures membranaires 
des cellules que pour la transduction de nombreux signaux intracellulaires. 
Agir sur la production de certaines espèces de céramides pourrait, peut-être, être une solution 
alternative. En effet, il a été montré que les espèces de céramides ont des fonctions différentes 
selon la longueur de la chaine acyl qu’ils possèdent et agir sur les enzymes (CerS) 
responsables de la N-acylation des céramides pourrait être une solution.  
Turpin et col (2014) ont mis en évidence une corrélation très forte dans le tissu adipeux entre 
l’expression de CerS6 et de son produit majoritaire, les C16-céramides, et les niveaux 
d’insulino-résistance chez des patients humains. Des résultats similaires ont été aussi observés 
dans le tissu adipeux et le foie de souris nourries avec un régime hyper lipidique. L’utilisation 
de souris CerS6 KO a ensuite permis de mettre en évidence d’un rôle crucial de CerS6 comme 
régulateur de l’homéostasie glucidique des animaux via la modulation de la β-oxydation dans 
le tissu adipeux et le foie (Turpin et al., 2014). Ces résultats ont été confirmés par Raichur et 
col (2014) qui ont utilisé des souris déficientes pour CerS2 (qui produit principalement des 
céramides à long chaines, C22/24/24 :1). Chez ces souris, ils ont observé une augmentation 
compensatoire spectaculaire des concentrations intracellulaires en C16-céramides dans le foie 
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qui prédisposent les animaux à une stéato-hépatite et une insulino-résistance (Raichur et al., 
2014). 
 
Par contre, dans les deux études citées plus haut, aucune conséquence métabolique n’a été 
observée au niveau musculaire. Serait-il possible qu’une autre espèce de céramide soit 
responsable de l’insulino-résistance musculaire ?  
L’étude de Bajpeyi et col (2013) a montré que les concentrations des espèces de céramides 
C16-, C18- et C24- étaient augmentées dans les cellules musculaires de patients diabétiques 
par rapport à des cellules musculaires de sujets contrôles (Bajpeyi et al., 2014). De façon 
similaire, nous avons montré que les concentrations en C16-, C18- et C28-céramides étaient 
augmentées dans nos myotubes humains traités avec du palmitate (Mahfouz et al., 2014b). 
Ces résultats posent peut-être l’hypothèse que les céramides C16 ne sont pas responsables de 
l’insulino-résistance musculaire et qu’il faudrait mieux se pencher sur les CerS (CerS1, 
CerS4) qui produisent les C18, C20 ou C24-céramides. 
 
La deuxième possibilité Le résultat de l’activation de ces voies dans des conditions 
lipotoxiques est une augmentation massive de la production intracellulaire d’espèces de 
céramides.  
L’implication des céramides dans l’insulinorésistance musculaire a été de nombreuses fois 
mise en évidence. En effet, une augmentation intramusculaire de céramides a été observée 
dans différents modèles d’insulinorésistance chez les rongeurs (souris génétiquement obèses 
ob/ob ; souris rendues insulinorésistantes suite à un  régime hyperlipidique  ou à un bolus 
lipidique), et chez des patients diabétiques comparés à des sujets sains (Holland and 
Summers, 2008; Yang et al., 2009; Ussher et al., 2010). Ces observations ont été confirmés in 
vitro dans des cellules musculaires  traités avec du palmitate  (Powell et al., 2004a; Schmitz-
Peiffer et al., 1999a) ou directement avec des céramides (Hajduch et al., 2001; Summers et al., 
1998).  
 
Au niveau musculaire, la majorité des études menées pour décrypter le mécanisme d’action 
des céramides sur la voie insulinique ont été réalisées dans deux lignées murines. La première 
appelée C2C12 est une lignée myoblastique dérivée de cellules satellites de souris alors que la 
seconde appelée L6 dérive de cellules satellites de rat. De façon étrange, deux voies d’action 
des céramides distinctes ont été mises en évidence en utilisant ces deux lignées de myotubes. 
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Dans les myotubes C2C12, les céramides activent la phosphatase PP2A qui déphosphoryle la 
PKB/Akt (Chavez and Summers, 2003; Salinas et al., 2000; Cazzolli et al., 2001). Par contre, 
dans les myotubes L6, les céramides inhibent l’activité de la PKB/Akt via l’activation de PKC 
atypiques (Hajduch et al., 2001 ; Stratford et al., 2001). 
Jusqu’à maintenant, aucune explication offerte pour essayer de contrecarrer l’action délétère 
des céramides au niveau musculaire pourrait être d’étudier la régulation de leur devenir 
métabolique. En effet, une fois synthétisés, les céramides sont ensuite convertis en d’autres 
dérivés sphingolipidiques plus complexes comme les SM, la S1P et la céramide-1-phosphate 
(voir introduction). De manière intéressante, les SM ont été montrés comme relayant des 
effets contraires à ceux observés avec les céramides. 
Concernant les SM, les céramides doivent être transportés dans l’appareil de Golgi où réside 
la SMS1 pour y être métabolisés et plusieurs études menées in vitro et in vivo ont montré une 
corrélation inverse entre les concentrations de SM et le développement de l’insulinorésistance 
(Hu et al., 2011; Yano et al., 2011a). De plus, chez des souris SMS1 KO, il a été montré 
qu’une perte de synthèse de SM entraine une hyperglycémie associée à une inhibition de la 
sécrétion d’insuline par les cellules  β pancréatiques (Yano et al., 2011). Une autre enzyme, la 
sphingomyélinase (SMase), joue un rôle très important dans la régulation de la balance 
céramide/SM dans les cellules. La SMase transforme les SM en céramides et son expression 
est augmentée chez des patients diabétiques insulinorésistants (Pralhada et al., 2013). Une 
étude récente montre que l’inhibition de la SMase dans les cellules musculaires empêche 
l’action délétère du palmitate sur la sensibilité à l’insuline (Verma et al., 2014), confirmant 
donc l’importance de la régulation de l’axe céramide/SM pour le maintien d’une sensibilité à 
l’insuline optimale. 
Dans ce contexte, le transport des céramides synthétisés dans le RE vers le Golgi pour y être 
transformés en SM, est une étape cruciale pour pouvoir contrôler le devenir des deux 
sphingolipides.  
 
Dans la deuxième partie de mon travail, je me suis intéressée à l’étude de la protéine 
responsable du trafic intracellulaire des céramides entre le RE et le Golgi dans des conditions 
lipotoxiques. Deux types de transport existent entre le RE et le Golgi. Le premier est 
vésiculaire, permettant le transport des céramides à chaine longue (C>20) destinés à produire 
principalement des glucosylcéramides. Le deuxième est une protéine qui s’appelle CERT 
(pour CERamide Transporteur) et qui transporte les céramides à chaines plus courtes (-C14, -
C16, -C18, et -C20) pour donner des SM. La sélectivité en substrat de CERT est la 
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conséquence de la structure (taille et forme) de la cavité hydrophobique du transporteur, 
définissant la longueur des céramides qu’il peut transporter (Kudo et al., 2008).  
Des études in vitro montrent que CERT pourrait aussi transporter des DAG (dont la structure 
n’est pas très éloignée de celle des céramides) du golgi vers le RE pour servir de précurseur à 
la synthèse de TAG (Bishop and Bell, 1988). Cependant, la régulation du transport des DAG 
via CERT dans des conditions physiologiques n’est pas encore claire et n’a pas été démontré 
in vivo. 
Dans notre étude, nous avons observé une altération post-traductionnelle de l’expression du 
transporteur des céramides CERT dans plusieurs modèles de lipotoxicité. Nous avons montré 
dans les cellules musculaires que CERT est à la fois une cible de la PKD qui régule son 
activité par phosphorylation et une cible des caspases qui régulent son expression. 
Nous avons mis en évidence qu’une inhibition artificielle (inhibiteur et siRNA) de 
l’expression de CERT potentialisait l’effet délétère du palmitate sur la voie de signalisation 
insulinique et, qu’au contraire, la surexpression de CERT dans des conditions lipotoxiques 
sensibilisaient les cellules à l’insuline en présence de palmitate. 
 
La question qui se pose à la suite de ces résultats est comment les céramides qui s’accumulent 
dans le RE altèrent-ils la signalisation insulinique ? Dans ma première étude, j’ai montré que 
les céramides s’accumulaient dans des domaines spécifiques de la membrane plasmique 
appelés cavéoles. Notre hypothèse serait que les céramides qui s’accumulent dans le RE 
pourraient être transférés au niveau de la membrane plasmique des cellules via des jonctions 
existant ou apparaissant entre le RE et la membrane plasmique. L’existence de telles jonctions 
a déjà été mise en évidence. Il est connu que le RE peut former des contacts dynamiques avec 
plusieurs autres organelles et membranes, incluant la membrane plasmique, et que ces 
contacts jouer un rôle dans le transport de lipides et dans la signalisation cellulaire (Manford 
et al., 2012; Stefan et al., 2013).  
Dans des cellules musculaires, des tubules du RE forment des associations étroites avec la 
membrane plasmique des cellules qui sont importantes pour l’induction de contractions 
dépendantes du calcium (Carrasco and Meyer, 2011). Ces jonctions fournissent des liens de 
communication directe entre le RE et la membrane plasmique. Serait-il possible qu’un flux de 
céramides passe du RE vers la membrane plasmique via ce type de jonction inter-organelle ? 
La réponse à cette question pourrait nous aider à mieux comprendre une accumulation de 
céramides dans le RE agit sur la signalisation insulinique et pourrait peut-être nous fournir des 
éléments pour essayer de contrecarrer leur action. 
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Ces résultats le ma deuxième étude sont encore préliminaires et nécessitent bien sûr une 
approche plus in vivo pour être vraiment validés. Nous envisageons donc deux approches : 
une à court terme en surexprimant CERT par électrotransfert dans le muscle de souris (en 
collaboration avec A. Sotiropoulos, Institut Cochin) préalablement nourries sous régime 
standard ou avec un régime hyper lipidique, puis traitées avec un bolus d’insuline avant 
sacrifice. Grâce à cette technique nous espérons pouvoir suivre la phosphorylation de 
différents acteurs de la voie insulinique dans les muscles par immunofluorescence.  
 
Notre deuxième approche sera à plus long terme et consistera à développer une souris 
transgénique surexprimant CERT spécifiquement dans les muscles squelettiques. Quand nous 
les possèderons, nous nourrirons ces souris avec un régime hyper lipidique pour les rendre 
insulino-résistantes et nous mesurerons leur sensibilité à l’insuline par l’intermédiaire d’un 
clamp euglycémique hyperinsulinémique couplé par une mesure de captage de 2-
désoxyglucose afin d'évaluer spécifiquement la sensibilité à l’insuline musculaire. Le captage 
du glucose et la mesure du contenu en glycogène seront aussi mesurés dans des muscles 
isolés. En parallèle, nous déterminerons (i) le contenu en différentes espèces céramides, et (ii) 
l’activité de la voie de signalisation insulinique dans ces muscles isolés.  
Une autre stratégie que l’on pourrait utiliser pour empêcher les acides gras saturés de cibler et 
de dégrader CERT via l’activation de caspases serait d’utiliser des petits peptides qui 
cibleraient les sites de liaison des caspases sur CERT. Une étude a montré qu’il était possible 
d’inhiber spécifiquement l’activation de différents groupes de caspases par l’intermédiaire de 
peptides aldéhydes qui empêchent leur activation par clivage (Garcia-Calvo et al., 1998). 
Plusieurs inhibiteurs de caspase ont déjà utilisés dans différents modèles animaux d'accident 
vasculaire cérébral, de maladie du foie, et de lésion cérébrale traumatique (Yakovlev et al., 
1997; Rouquet et al., 1996; Loddick et al., 1996; Hara et al., 1997; Rodriguez et al., 1996; 
Yaoita et al., 1998). 
 
Tous ces projets nous permettons peut-être de mieux définir l’importance de CERT dans le 
maintien d’une bonne régulation du métabolisme glucidique dans les muscles.  
Nous espérons que les résultats de ma thèse, ainsi que les études planifiées pour le futur, 
permettront d’ouvrir de nouvelles perspectives pour lutter contre le développement d’une 
résistance à l’insuline des tissus périphériques en réponse aux excès d’acides gras en 
comprenant mieux les mécanismes intracellulaires mis en jeux lors d’une exposition 
chronique des cellules musculaires aux céramides. Ces informations seront précieuses pour 
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essayer de contrôler le développement de l’insulinorésistance dans les cellules musculaires et 
le diabète de type 2. Elles pourraient permettre notamment l’identification de nouvelles cibles 
thérapeutiques, préalable au développement de molécules susceptibles de combattre le diabète 
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